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1 Einleitung 
 
Die globale Verfügbarkeit von Mobiltelefonen, Laptops und Internet sowie der rasante 
technische Fortschritt in vielen anderen Bereichen unseres Lebens basiert entscheidend auf dem 
überwältigenden Erfolg der Miniaturisierung auf dem Gebiet der Mikroelektronik. Darunter 
versteht man die ständig wachsende Anzahl immer leistungsfähiger Funktionseinheiten, die auf 
immer kleinerem Raum integriert werden können. 
Eine aktuelle und viel beachtete Forschungsrichtung in der Analytischen Chemie versucht diesen 
Trend auf etablierte Analysensysteme zu übertragen. Im Mittelpunkt steht die Implementierung 
und Automatisierung aller Verfahrensschritte des analytischen Prozesses: Probennahme, Transport, 
Probenvorbreitung, Prozessierung (chemische Reaktionen), Stofftrennung und Detektion innerhalb 
mikrofluidischen Strukturen auf einem miniaturisierten Gerät (Mikrochip). Hintergrund der 
Entwicklung war und ist die ständig steigende Nachfrage nach kontinuierlichen Verfahren zur 
Analyse chemischer Parameter als Online-Analyse mit dem Ziel, die Vorteile von chemischen 
Sensoren als chemisch/elektrische Signalwandler mit denen von Totalanalysensystemen mit 
breitem Methodenspektrum zu verbinden. Dazu formulierten A. Manz, N. Graber und H. M. 
Widmer1 (Ciba-Geigy AG - Basel/Schweiz) 1990 ihren innovativen Ansatz von miniaturisierten 
chemischen Totalanalysensystemen (µ-Total Chemical Analysis Systems). Um die Auswirkungen der 
Miniaturisierung auf die Leistungsfähigkeit von Analysensystemen beurteilen zu können, schlagen 
die Wissenschaftler Skalierungsgesetze für die Kapillarelektrophorese, Flüssigchromatographie, 
und superkritische Flüssigkeits-Chromatographie vor, mit deren Hilfe sich nach Definition der 
Trenneffizienz, Analysenzeit und Joulesche Wärme numerische Werte für die Systemparameter 
Länge und Innendurchmesser der Trennkapillare ermitteln lassen. Außerdem resultiert aus der 
Miniaturisierung (down scale) chemischer Analysensysteme neben der drastischen Verringerung der 
Analysenzeit, vor allem die Verbesserung der Trenneffizienz. Dieser Effekt hat nach Meinung 
der Autoren sogar Priorität gegenüber der Reduzierung geometrischer Abmessungen, die der 
Verringerung von Proben- und Lösemittelvolumina entsprechen.  
Wie aktuelle Übersichtsartikel2,3 zur µTAS-Technik zeigen, steht die Integration analytischer 
Module für die Grundoperationen Transport, Probenvorbereitung, Reaktion/Prozessierung, 
Injektion und Trennung weiterhin im Mittelpunkt des Interesses. Solche lab-on-a-chip Systeme 
stellen insbesondere deshalb eine interessante Alternative zu bestehenden Analysesystemen dar, 
weil sie neben der Miniaturisierung auch die Parallelisierung chemischer Prozesse auf einem 
Mikrochip als Hochdurchsatzscreeningmethode ermöglichen4. Als Haupteinsatzgebiet aktueller 
und zukünftiger mikrofluidischer Applikationen gilt die Analyse einzelner und in ihrer 
Gesamtheit zu einem definierten Zeitpunkt und unter bestimmten Bedingungen als Proteom5 
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vorliegender Proteine. Dabei leitet sich die volle Funktionalität von Proteinen aus ihrer 
räumlichen Struktur und Halbwertszeit ab, die unabhängig vom genetischen Code über post-
translationale Modifikationen (PTM) festgelegt wird. Die ungeheure Vielzahl verschiedener 
Proteine in einem extrem weiten Konzentrationsbereich, bei hoher Oberflächenadsorption, 
verschiedenen Molekulargewichten und pI-Werten, Polaritäten und Löslichkeiten macht ein 
globales Analyseprotokoll jedoch unmöglich6. Auf der anderen Seite eröffnet in vielen Fällen erst 
das biochemische Verständnis über das komplexe Zusammenspiel der Proteine auf molekularer 
Ebene die Chance zur Behandlung komplizierter Krankheiten7,8. Um nach der Sequenzierung des 
menschlichen Genoms9 mit dem Eintritt in das Proteomics-Zeitalter10 den enormen 
Herausforderungen in der Bioanalytik gerecht werden zu können, bietet sich der Einsatz 
mikrofluidischer Systeme mit einer Vielzahl implementierbarer Prozessierungseinheiten an. 
Daneben sind auch auf dem Gebiet der klassischen Chemie im Hinblick auf die Synthese 
komplexer Moleküle im Rahmen der Naturstoffsynthese neue Analysemethoden gefragt, die 
einem hohen Probendurchsatz in kurzer Zeit begegnen müssen11.  
Der gesteigerten Trennleistung, der hohen Analysengeschwindigkeit, dem äußerst geringen 
Reagenzienverbrauch und der Möglichkeit zur Systemintegration als entscheidende Vorteile 
miniaturisierter Analysensystemen stehen enorme Anforderungen bei der Detektion geringster 
Probenmengen gegenüber12. Derzeit ist die Fluoreszenzdetektion auf Grund ihrer hohen 
Sensitivität und einfachen technischen Realisierung die dominierende Detektionsmethode für 
Chip-basierte Analysentechniken. Neben der Moleküldetektion, die noch ausführlich behandelt 
wird, findet sie in letzter Zeit immer häufiger Verwendung zur Analyse von Zellen13,14.  
Nach dem überwältigendem Erfolg der Elektrospray-Massenspektrometrie (ESI-MS) zur 
Identifikation von Biomolekülen15 und der Möglichkeit zur Strukturaufklärung unbekannter 
Analyten wird dieser Technik auch zur Detektion innerhalb von µTAS-Systemen großes Potential 
eingeräumt16. Für den Erfolg dieses Ansatzes wird die Anpassung mikrofluidischer Flussraten im 
nL/min-Bereich an konventionelle Ionisationsquellen (µL/min) entscheidend sein. In diesem 
Zusammenhang stellt die Miniaturisierung der Massenanalysatoren im Hinblick eines vollständig 
integrierten lab-on-a-chip Ansatzes zusätzlich eine besondere Herausforderung dar17,18. 
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1.1 Zielstellung 
 
Ziel dieser Arbeit ist die totvolumenfreie Kopplung mikrofluidischer Systeme mit der 
Massenspektrometrie (MS). Die Ionisierung der Analyten soll mittels Nanoelektrospray (nanoES-
MS) erfolgen. Diese Variante zeichnet sich bei äußerst geringen Flussraten gegenüber klassischer 
Elektrospray-Massenspektrometrie durch hohe Spraystabilität, verbesserte Ionisierungseffizienz 
und verringerte Ionensuppression aus. 
Aufgrund seiner vorteilhaften Eigenschaften wie chemischer Resistenz, optischer Transparenz 
und mechanischer Stabilität wird Glas als Chipsubstrat favorisiert. Da bisher keine geeigneten 
Mikrofabrikationstechniken zur Herstellung monolithisch integrierter Emitter in Glas zur 
Verfügung stehen, ist die Entwicklung eines eigenen Herstellungsverfahrens notwendig. Danach 
ist die systematische Charakterisierung des Chip-Emitters im Vergleich zu konventionellen 
Nanospray-Nadeln unbedingt erforderlich. Außerdem soll die Anwendbarkeit der 
Detektionstechnik anhand einiger Standardsubstanzen nachgewiesen werden. Wichtigste Aufgabe 
dieser Arbeit ist die Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie. Sie setzt 
die Verfügbarkeit eines Chip-MS-Interfaces und geeignete Testgemische voraus. Zur 
Trennungsoptimierung sollen Messungen mittels Kapillarelektrophorese und 
Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie durchgeführt werden. Nach Demonstration der 
Machbarkeit (Proof of Principle) soll die Kopplung außerdem auf integrierte Chip-Systeme zur 
Durchführung chemischer Reaktionen mit anschließender Stofftrennung und Detektion 
übertragen werden.  
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2 Grundlagen 
 
Am Anfang steht die Beschreibung der Mikrochipelektrophorese (MCE) als miniaturisierte 
Variante der weit verbreiteten Kapillarelektrophorese (CE). Danach wird ausführlich auf die 
Elektrosprayionisation (ESI) und die Nanoelektrospray-Massenspektrometrie (nanoES-MS) 
eingegangen um im dritten Teil den aktuellen Stand der Technik auf dem Gebiet der Mikrochip-
MS-Kopplung zu erläutern. 
 
2.1 Mikrochipelektrophorese  
 
Der Fortschritt auf dem Gebiet der Mikrofabrikationstechniken (Micro Electro Mechanical Systems) 
hat in letzter Zeit zunehmende Bedeutung zur Miniaturisierung chemischer Analysentechniken 
erlangt. Am Anfang der Entwicklung wurden 1979 von Terry et al. 19 gaschromatographische und 
1990 von Manz et al.20 flüssigchromatographische Trennungen in mikrofluidischen Kanälen 
durchgeführt, wobei die Photolithographie21 als etabliertes Fertigungsverfahren aus der 
Mikroelektronik angewendet wurde. Die Miniaturisierung der CE als MCE bietet neben dem 
Parallelisierungspotential und den geringen Elektrolyt- und Probenvolumina vor allem einen 
enormen Zuwachs an Analysegeschwindigkeit und ist deshalb für Anwendungen mit erhöhtem 
Probendurchsatz (High Throughput Screening) interessant.  
1992 veröffentlichten A.Manz et al.22 ihre Ergebnisse zur ersten elektrophoretischen Trennung 
von Fluoreszenzfarbstoffen (Calcein und Fluorescein) in Mikrochips. Glas wird als Substrat zur 
Miniaturisierung in der Elektrophorese favorisiert, weil es sich gegenüber Silizium durch deutlich 
höhere Durchschlagspannungen auszeichnet und damit höhere Feldstärken ermöglicht. Nach der 
Demonstration der Machbarkeit (Proof of Principle) wurden bis heute vielfältige Applikationen mit 
der MCE realisiert23,24,25,26. Konnten in der ersten chip-elektrophoretischen Trennung aufgrund 
limitierter Feldstärke von 200 V/cm, unzureichender Injektion und zu großer 
Detektionsvolumina nur Trennstufenzahlen von 18.000 erreicht werden bieten optimierte MCE-
Trennungen mit 500 V/cm für Peptide und Proteine heute bereits Trennstufenzahlen bis 
200.000, die sogar massenspektrometrische Detektion mit einschließen27. Neben Glas als 
etabliertem aber teurem Chipsubstrat für die MCE ist seit einiger Zeit zudem eine wachsende 
Nachfrage an kostengünstigeren und leichter zu bearbeitenden Polymerwerkstoffen spürbar28,29. 
Weit verbreitet und aktueller Forschungsschwerpunkt, auch in unserer Arbeitsgruppe, ist der 
Einsatz des biokompatiblen Polydimethylsiloxan (PDMS)30,31,32, das sich hervorragend  zur 
schnellen Prototypentwicklung von Mikrochips (Rapid Prototyping) eignet. 
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Für die Verbesserung der Trennleistung in der Kapillarelektrophorese werden seit langem 
verschiedene Substanzen zur Oberflächenmodifikation eingesetzt, die den elektroosmotischen 
Fluss kontrollieren und die Wandadsorption der Analyten verringern33,34. Dabei unterscheidet 
man zwischen permanenten Beschichtungen (Coatings) als Modifikationen an der Kapillarwand 
und dynamischen Beschichtungen, bei der dem Trennpuffer unterschiedliche Stoffe zugesetzt 
werden. 1994 führten Gilges et al.35 am Max-Planck-Institut für Kohlenforschung in Mülheim a. 
d. Ruhr die thermische Immobilisierung von Kapillaren mit Polyvinylalkohol (PVA) für 
hochauflösende Trennungen von Proteinen in der Kapillarelektrophorese ein, die auch für die 
massenspektrometrische Detektion geeignet ist36. Eine Weiterentwicklung dieser Methode stellt 
die Quervernetzung zwischen den Silanolgruppen der Kapillarwand und den Hydroxygruppen 
des PVA mit Glutaraldehyd dar, die eine exzellente Langzeitstabilität über 1000 CE-Trennungen 
ohne den Verlust an Trennleistung gewährleistet37. 
Analog zur CE besteht auch in der MCE ein großer Bedarf an effektiven Coatings zur 
Verbesserung der Trennleistung. Die positiven Erfahrungen mit PVA aus der CE konnten bereits 
erfolgreich auf die MCE übertragen werden38. Außerdem verbessert der Einsatz dieses neutralen 
Polymers die Trennleistung alternativ durch Mikro-Sandstrahlen (Powder Blasting) hergestellter 
mikrofluidischer Glaschips drastisch39 und steigert die Effizienz chiraler Trennungen40. Zur 
Steigerung der Trenneffizienz durch Coating der Mikrofluidikkanäle werden neben PVA weitere 
Polymere eingesetzt. Den Stand der Technik zur Oberflächenmodifikation in der MCE geben 
drei Übersichtsartikel wieder41,42,43. Neben klassischen Anwendungen zur Untersuchung von 
Biomolekülen kann die MCE durch Zugabe von Cyclodextrinen als chirale Selektoren im 
Trennpuffer auch zur Analyse von Enatiomeren eingesetzt werden44. Aufgrund der höheren 
Analysengeschwindigkeit und dem höherem Probendurchsatz ist die MCE gegenüber der CE vor 
allem für die pharmazeutische Industrie interessant, denn spätestens seit dem Contergan®-
Skandal (Wirkstoff Thalidomid) müssen Arzneimittelhersteller die Enatiomerenreinheit ihrer 
Produkte nachweisen. Das große Potential der MCE für schnelle Enatiomerentrennungen 
innerhalb einer Minute45 und sogar binnen einer Sekunde46 wurde bereits eindrucksvoll 
aufgezeigt. Auf dem Weg zu vollständigen Chiplaboratorien ist die Integration einer 
enantioselektiven Katalyse mit chiraler Elektrophorese zur Analyse der Reaktionsprodukte ein 
wichtiger Meilenstein47.  
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die Mikrochipelektrophorese bereits einen hohen 
Entwicklungstand erreicht hat, die Systemintegration von Reaktion und Analyse auf einem Chip 
jedoch erst am Anfang steht und eine viel größere Herausforderung darstellt.  
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2.1.1 Elektrophorese und Elektroosmose 
 
Zum Verständnis von Elektrophorese und Elektroosmose als Stofftransportmechanismen in der 
Kapillarelektrophorese (CE) und Mikrochipelektrophorese (MCE) ist die Kenntnis über 
Wechselwirkungen von Ionen in Elektrolytlösungen (Debye-Hückel-Theorie) und über ihr Verhalten 
an Grenzflächen (Stern-Model der elektrischen Doppelschicht) notwendig.  
Nach Anlegen einer elektrischen Gleichspannung wirken auf das Ion die beschleunigende 
elektrische Kraft FElek und die bremsende Reibungskraft FR (Stokessche Reibung). Vorraussetzung für 
die Trennung der Ionen sind ihre unterschiedlichen elektrophoretischen 
Wanderungsgeschwindigkeiten, die sich nach Gl. 1 aus den stoffspezifischen elektrophoretischen 
Mobilitäten und der elektrischen Feldstärke ermitteln lassen.  
 
 
Gl. 1 
 
RElek FF =  
 
EPrvzeE πη6−=  
 
r
zeEvEP πη6−=  
 
Ev EPEP μ=  
FElek - elektrische Feldkraft [N] 
FR - Reibungskraft [N] 
z - Ladung 
e - Elementarladung = 1,6 × 10−19 C  
E - elektrische Feldstärke [V/m] 
η - dynamische Viskosität [Pas] 
r - Teilchenradius [m] 
vEP - elektrophoretische Wanderungsgeschwindigkeit [m/s] 
µEP - elektrophoretische Mobilität [m2/Vs]  
 
Zwar stellt die Gleichung eine einfache Möglichkeit zur Berechnung der elektrophoretischen 
Wanderungsgeschwindigkeit dar, zur genaueren Betrachtung muss das Modell jedoch erweitert 
werden. Aufgrund elektrostatischer Anziehungskräfte zwischen entgegengesetzt geladenen Ionen 
und Lösemittelmolekülen kommt es zur Ausbildung von Solvathüllen. Deren Größe hängt vom 
polaren Charakter des Lösemittels (Dipolmoment) und der Raumladungsdichte des Zentralions 
ab. Bei Nachbarschaft im Periodensystem sind Kationen im Vergleich zu Anionen kleiner. 
Daraus resultieren größere Raumladungsdichten, so dass sich mehr Lösemittelmoleküle um das 
Zentralion anlagern. Die Solvatationszahl gibt die Anzahl der Lösemittelmoleküle als Summe in 
der inneren und äußeren Hülle (nSolvat = nprim+ nsek) an48. Die Abweichung realer flüssiger Phasen 
vom Idealverhalten aufgrund intermolekularer Wechselwirkungen steht im Mittelpunkt der 
Debye-Hückel-Theorie. Mittels Aktivitätskoeffizienten yi als Funktion von Ionenstärke, 
Temperatur und Dielektrizitätskonstante des Lösemittels ist die Berechnung der Aktivität (ai) aus 
der Stoffmengenkonzentration (ci) über ai = yi×ci und damit die Bestimmung elektrochemischer 
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Gleichgewichte über die Nernst-Gleichung möglich. Abb. 1 steht zur Verdeutlichung der 
Zusammenhänge von Elektrophorese und Elektroosmose in der CE/MCE. Durch Ausbildung 
der Solvathülle kommt es zur Abschirmung des Zentralions, was einer Verringerung seiner 
effektiven Ladung und damit der Verlangsamung im elektrischen Feld entspricht 
(Retardationseffekt). Daneben wirkt eine zweite bremsende Kraft, die nach Anlegen des elektrischen 
Feldes die Trennung der Ladungszentren von Ion und Solvathülle verursacht. (Relaxationseffekt) 
 
Abb. 1 Potentialverlauf an elektrischer Doppelschicht (Stern-Modell), auf Analytion in Lösung einwirkende Kräfte 
und Überlagerung von elektrophoretischer Wanderungsgeschwindigkeit und elektroosmotischem Fluss (siehe Text) 
 
Den unterschiedlichen elektrophoretischen Mobilitäten zur Trennung der Analyten ist der 
Elektroosmotische Fluss (EOF) als systemabhängige Elektrolytbewegung überlagert. Ursache 
seiner Entstehung sind nach der Theorie von Stern die unterschiedlichen Ladungsverhältnisse an 
der Phasengrenzfläche zwischen Kapillarwand und Lösung. Die Oberfläche von Glaskapillaren 
(Quarz/Borofloat) besteht aus Silanolgruppen, die ab einem pH-Wert > 2 zunehmend als SiO- 
deprotoniert vorliegen und somit das Oberflächenpotential Ψ ausbilden (Abb.). Aufgrund 
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vEOF - Elektroosmotischer Fluss 
vEP - Elektroph. Wanderung  
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elektrostatischer Anziehungskräfte kommt es zur Anlagerung positiver Gegenionen des 
Elektrolyten als starre Schicht (Helmholtz oder Stern-Schicht) direkt an der Kapillarwand. In der 
Folge nimmt das Oberflächenpotential in dieser Schicht von außen nach innen linear ab. Hinter 
der starren Schicht lagern sich in größerem Abstand weitere Gegenionen mit thermischer 
Eigenbewegung als diffuse Schicht (Gouy-Chapman-Schicht) an, infolgedessen das Potential 
exponentiell abnimmt. Die Ausdehnung der diffusen Schicht in die Pufferlösung zur 
Kapillarmitte wird als Debye-Länge bezeichnet. Nach Gl. 2 ist sie umgekehrt proportional zur 
Ionenstärke. Geringe Ionenstärken ziehen große Debey-Längen nach sich. In Lösungen mit 
hohen Ionenstärken wird die Kapillaroberfläche dagegen stark abgeschirmt, woraus schmale 
diffuse Schichten resultieren. Für 100 mM Borat-Lösung wird als Schichtdicke 1 nm angegeben49. 
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λD - Debye-Länge (Schichtdicke) 
ε - Dielektrizitätskonstante [As/Vm] 
kB - Boltzmann-Konstante = 1,38 × 10-23 J/K = R / NA 
R - universelle Gaskonstante = 8,3 J/mol*K 
T - Temperatur [K] 
NA - Avogadro-Konstante = 6,022 × 1023/mol 
e - Elementarladung = 1,6 × 10−19 C = F / NA 
F - Faraday-Konstante = 96485 C/mol 
I - Ionenstärke / c - Konzentration / z- Ladung 
 
Das Potential an der Scherebene zwischen starrer und diffuser Schicht wird als Zeta-Potential ζ 
bezeichnet (Abb. 1). Messtechnisch ist diese Größe an makroskopischen Oberflächen in 
Flüssigkeiten über die Bestimmung des Strömungspotentials erfassbar50. Nach der 
HELMHOLTZ-SMOLUCHOWSKI-Gleichung (Gl. 3) ist das Zeta-Potential direkt proportional 
zum Elektroosmotischen Fluss (EOF), der nach Anlegen eines elektrischen Feldes durch 
Impulsübertragung auf die Lösemittelmoleküle entsteht und bei den beschriebenen 
Oberflächeneigenschaften längs zur Kapillare in Richtung Kathode wirkt. 
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ζ - Zeta-Potential 
ε - Dielektrizitätskonstante [As/Vm] 
η - dynamische Viskosität [Pas] 
E - elektrische Feldstärke [V/m] 
µEOF - elektroosmotische Mobilität [m2/Vs] 
vEOF - elektroosmotische Wanderungsgeschw. (EOF) [m/s] 
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Gegenüber druckgetriebenen Trenntechniken mit parabolischem Strömungsprofil zeichnet sich 
der EOF durch sein flaches Strömungsprofil aus und ist damit hauptverantwortlich für die hohen 
Trennstufenzahlen in der CE. Aufgrund der großen Abhängigkeit des Zeta-Potentials von 
chemischen Systemparametern (pH-Wert, Dielektrizitätskonstante und Ionenstärke) ergeben sich 
vielfältige Möglichkeiten zur Beeinflussung des EOF (S. - 3.3.2 Trennungsoptimierung).  
 
Analytische Kenngrößen 
 
Zur qualitativen Beschreibung elektrophoretischer Trennungen werden in Analogie zur 
Chromatographie, nach Empfehlung der International Union of Pure and Applied Chemistry 
(IUPAC), die analytischen Kenngrößen Selektivität, Trennstufenzahl und Auflösung verwendet51. 
 
Tab. 1 Analytische Kenngrößen in der Mikrochipelektrophorese  
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Verknüpfung  von Trenneffizienz und Selektivität 
nach Giddings52 
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Basislinientrennung bei R ≥ 1,5  
tA - Migrationszeit Analyt A 
tB - Migrationszeit Analyt B 
wA - Basispeakbreite Analyt A  
wB - Basispeakbreite Analyt B 
wh_A - Halbwertsbreite Analyt A  
wh_B - Halbwertsbreite Analyt B 
 
U
UΔ
 - relative Geschwindigkeitsdifferenz der 
            Analyten A und B (relative velocity difference) 
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2.1.2 Aufbau und Durchführung 
 
Abb. 2 zeigt den prinzipiellen Aufbau eines Mikrochips für die Elektrophorese. Die Grundplatte 
beinhaltet die photolithographisch hergestellte, mikrofluidische Kanalstruktur. Das dargestellte 
klassische Kreuzlayout aus Injektions- und Trennkanal dient der Probenaufgabe (Injektion). 
Alternativ können T- und Doppel-T-Strukturen eingesetzt werden. Über Zugangsöffnungen 
(vials) in der Deckplatte werden die zur Durchführung der MCE notwendigen elektrischen 
Spannungen angelegt und die Kanalstruktur mit Elektrolyt und Probe befüllt. Man unterscheidet 
zwischen Puffereinlass (Buffer Inlet), Pufferauslass (Buffer Inlet), Probeneinlass (Sample Inlet) und 
Probenauslass (Sample Outlet). Grundplatte und Deckplatte sind fest miteinander verbunden. 
 
Abb. 2 Deck-, Grundplatte und Abmessungen eines Elektrophorese-Mikrochips sowie der Querschnitt des 
mikrofluidischen Trennkanals und kommerzielles Produkt aus Glas (Micronit Microfluidics BV/Niederlande) 
 
Zurzeit haben Trennstrecken kommerzieller Mikrochips eine maximale Länge von 80 mm53,54. 
Unter Beibehaltung der Chip-Abmessungen sind Serpentinen-Layouts zur Steigerung der 
Trenneffizienz vielversprechend. Problematisch ist dabei jedoch die Bandenverbreiterung in den 
Kanalwindungen, die zur Verschlechterung der Trenneffizienz führt. Als Lösungsansatz wird die 
Verringerung des Kanalinnendurchmessers in den Kurven vorgeschlagen55,56.   
1.8 mm
50 µm 
20 µm 
Kanalquerschnitt 
95 mm
15 mm 
Grundplatte 
Pufferauslass (SO) 
 
Mikrofluidischer Trennkanal (80mm) 
Deckplatte 
Puffereinlass (BI) 
Probeneinlass (SI) 
Probenauslass (SO) 
 Ø Zugangsöffnungen 2.4 mm 
   
   18 
Probenaufgabe (Injektion) 
 
In der Mikrochipelektrophorese findet die Probenaufgabe in den meisten Fällen elektrokinetisch 
als Floated, Pinched oder Gated Injection statt57. Im Idealfall erfolgt die Steuerung während 
Injektion und Trennung mittels umschaltbarer 4-Kanal Hochspannungsquellen durch angelegte 
Spannungen, die separat an jeder Zugangsöffnung des Mikrochips appliziert werden können. 
Tab. 2 fasst die unterschiedlichen Injektionsarten zusammen. Bei der Floated-Injection liegt am 
BI- und BO-Vial keine Spannung an, so dass Probendiffusion in den Trennkanal möglich ist. Die 
Verbreiterung der Probenzone führt zur Verschlechterung der Trenneffizienz. Dagegen findet 
bei der Pinched-Injection (Pinzetteninjektion) durch Anlegen von Spannungen im BI- und BO-
Vial, zu erkennen als Vektorpfeile, Probenfokussierung im Injektionskreuz statt. Die 
Probenaufgabe bei der Gated-Injection ist erst mit erneuter Injektion durch Gegenströmung des 
Elektrolyten abgeschlossen und ermöglicht Mehrfachinjektionen. Diese Injektionsvariante eignet 
sich deshalb hervorragend zur Analyse von Reaktionskinetiken. 
 
Tab. 2 Prinzip der elektrokinetischen Injektionsarten in der Mikrochipelektrophorese: Floated-, Pinched- und Gated-
Injection (hellgrün: Probenzone) 
 Floated-Injection  Pinched-Injection  Gated-Injection  
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Analog zur Kapillarelektrophorese existieren auch in der Mikrochipelektrophorese verschiedene 
Varianten der elektrophoretischen Trennung der Analyten, die hier kurz vorgestellt werden.  
Unter Kapillarzonenelektrophorese (CZE), häufig auch einfach als Kapillarelektrophorese 
(CE) bezeichnet, versteht man die Trennung geladener Teilchen aufgrund ihrer unterschiedlichen 
Wanderungsgeschwindigkeiten (Mobilitäten) im elektrischen Feld. Als Mikrochipelektrophorese 
(MCE) handelt es sich um die am weitesten verbreitete Trennmethode in mikrofluidischen 
Systemen, die im Rahmen dieser Arbeit theoretisch behandelt und praktisch angewendet wurde. 
Eine andere Variante der klassischen CZE ist die Kapillargelelektrophorese (CGE), bei der 
sich die Trennwirkung aus unterschiedlichen Wanderungsgeschwindigkeiten und dem Siebeffekt 
des Polyacrylamidgels (Molekülgröße) ergibt. In Mikrochips wird die Methode gern zur Trennung 
von Proteinen eingesetzt58,59. Die Kapillarelektrochromatographie (CEC) vereint Vorteile der 
Chromatographie und Kapillarelektrophorese. Neben unterschiedlichen Mobilitäten steigern 
Wechselwirkungen zwischen Analyten und stationärer Phase die Selektivität, während das flache 
Strömungsprofil des EOF hohe Trenneffizienzen ermöglicht60.  Aufgrund der guten 
Handhabbarkeit und Funktionalität mittels Photopolymerisation bieten sich vor allem 
Monolithen als Trennmedien in Mikrofluidikkanälen an61. Zur Trennung nichtionischer 
Verbindungen wurde die Mizellare Elektrokinetische Kapillarchromatographie (MEKC)  
von der CE auf Mikrochips übertragen62. Dabei basiert der Trennmechanismus auf dem 
Verteilungsgleichgewicht des Analyten zwischen Puffer und amphiphilen Detergenzien, die 
oberhalb einer bestimmten Konzentration (Critical Micelle Concentration) Mizellen ausbilden. In 
wässrigen Lösungen lagern sich hydrophile Molekülteile nach außen, hydrophobe Molekülteile 
nach innen. Dadurch entsteht eine, sich mit dem EOF bewegende, „stationäre Phase“ mit 
welcher der Analyt wechselwirkt. Häufig eingesetzte Detergenzien sind Natriumdodecylsulfat63 
(Sodium Dodecyl Sulfate) und Cetyltrimethylammoniumbromid (CTAB)64. Die Möglichkeit 
zitterionische Analyten zu untersuchen, eröffnet der Einsatz der Kapillarisoelektrischen 
Fokussierung (CIEF). Damit können Probenkomponenten auch in miniaturisierten Systemen 
entsprechend ihres isoelektrischen Punktes (pI) im pH-Gradienten aufgetrennt werden65. Vor 
dem Hintergrund beschränkter Peakkapazitäten bieten zweidimensionale Techniken die 
Chance zur Verbesserung der Trennleistung in mikrofluidischen Systemen. Wegweisende 
Arbeiten auf diesem Gebiet, mit Peakkkapzitäten bis 4200, stammen aus der Arbeitsgruppe des 
lab-on-a-chip Pioniers J. M. Ramsey (CEC-CE/MEKC-CE)66,67,68. Problematisch ist jedoch die 
stufenweise Elution aus der 1. in die 2. Dimension, die eine Begrenzung der Trennstrecke in der 
2. Dimension und durch Fraktionierung der Probe einen Sensitivitätsverlust nach sich zieht16. 
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2.1.3 Detektion 
 
Durch die geringen Probenvolumina im nL-Bereich, bei hohen Analysengeschwindigkeiten, 
resultiert für die MCE eine große Nachfrage an sensitiven und schnellen Detektionstechniken. 
Im Vergleich zur klassischen Kapillarelektrophorese (CE) hat die UV-Detektion in der 
Mikrochipelektrophorese (MCE) nur geringe Bedeutung erlangt, weil sich aufgrund der 
limitierten optischen Weglänge im Mikrofluidikkanal nur geringe Nachweisgrenzen ergeben69. 
Gegen diese Technik spricht auch der hohe Preis für UV transparente Mikrochips aus Quarzglas. 
Deshalb wurden alternative Methoden von der CE auf die MCE übertragen und miniaturisiert. 
 
Fluoreszenz 
Aufgrund der hohen Empfindlichkeit, bis hin zur Detektion von einzelnen Molekülen70,71 (Single 
Molecule Detection), ist die laserinduzierte Fluoreszenz (LIF) zurzeit die Methode der Wahl zur 
Detektion in mikrofluidischen Systemen72,73. Zur Anregung im sichtbaren Spektralbereich werden 
sehr oft Argon-Ionen Laser74,75,76 (488nm) eingesetzt. McClain et al.77 integrierten zum Screening 
von Jurkat Zellen (humane T-Zelllinie eines Leukämiepatienten)78 verschiedene Einheiten für 
Handling, Zelllyse und Elektrophorese. LIF findet dabei Verwendung zum Nachweis der aus den 
Zellen freigesetzten Fluoreszenzfarbstoffe Oregon Green, Carboxyfluorescein, Calcein AM und 
ihrer Metaboliten. Eigenbausysteme in der Forschung zeichnen sich in der Regel durch hohe 
Flexibilität aus. Daneben wird die LIF-Detektion auch in kommerziellen Chip-Systemen zur 
Routineanalyse von RNA, DNA, Proteinen und Zellen eingesetzt79,80,81. Alternative Systeme zur 
Fluoreszenzanregung sind lampenbasiert82,83,84 oder enthalten lichtemittierende Dioden85,86 (LED), 
die sich vor allem durch ihren geringen Preis und die Flexibilität bei der Wahl der Wellenlänge 
auszeichnen. Allen diesen Methoden ist die Fluoreszenzdetektion im sichtbaren Spektralbereich 
gemeinsam, die enorme Vorteile bietet und die hohe Nachweisempfindlichkeit der Methode 
begründet. Die Fluoreszenzfarbstoffe haben hier  ihre maximale Quantenausbeute, die 
Detektoren (Photo Multiplier Tube und Charge Coupled Device) arbeiten mit der höchsten 
Empfindlichkeit und preiswertere UV intransparente Materialen können verwendet werden87. 
Nachteilig ist jedoch die notwendige Derivatisierung als zusätzlicher Schritt in der 
Probenvorbereitung, die abhängig von funktionellen Gruppen zu komplexen Stoffgemischen 
führen kann und bei geringen Analyt-Konzentrationen oft problematisch verläuft. Eine 
Alternative stellt die intrinsische (native) Fluoreszenzdetektion von aromatischen Systemen durch 
Ein-Photonenanregung im tiefen UV bei 266nm88,89,90 oder durch Multi-Photonenanregung91 dar. 
Aktuelle Entwicklungen auf diesem Gebiet fasst der Übersichtsartikel von P. Schulze92 
zusammen.  
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Amperometrie  
Amperometrie ist die am meisten publizierte elektrochemische Detektionstechnik in der MCE93. 
Sie setzt elektroaktive Analyten voraus, die bei konstanter Spannung zur Referenzelektrode an 
der Arbeitselektrode oxidiert oder reduziert werden. Der resultierende Messstrom ist direkt 
proportional zur Analytkonzentration. Größte Herausforderung ist das Entkoppeln des 
elektrochemischen Detektors vom Feld der elektrophoretischen Trennung. Analog zur 
Entwicklung in der CE mit den Elektrodenkonfigurationen off-column/end-column wurden für die 
MCE off-channel/end-channel eingeführt. In der Mehrzahl der veröffentlichten Arbeiten findet die 
end-channel Variante Verwendung, bei der alle Elektroden zusammen (Arbeits-, Referenz-, und 
Erdungselektrode für Elektrophorese) im Reservoir am Kanalausgang positioniert und über einen 
Potentiostaten geregelt werden. Der Elektrodenabstand hat dabei großen Einfluss auf das 
Detektorverhalten und muss für reproduzierbare Messungen immer gleich sein94,95. Deshalb ist 
die Implementierung der Elektroden als Leiterplatinen während des Herstellungsprozesses 
sinnvoll96,97,98 und ermöglicht portable Handgeräte99. In der Vergangenheit konnten bereits viele 
Verbindungen, z.B. Chlorphenole, Katecholamine, derivatisierte AS und Sprengstoffe (DNB, 
DNT, TNT) amperometrisch analysiert werden100. Schon in der Erstveröffentlichung zur 
amperometrischen Detektion in der MCE von Mathies et al. wurden durch indirekte Detektion 
DNA Restriktionsfragmente und PCR Produkte der Analyse zugänglich gemacht101.  
 
Konduktometrie 
Messprinzip dieser Methode, mit angelegter Wechselspannung, ist die unterschiedliche elektrische 
Leitfähigkeit der Analyten im Vergleich zum eingesetzten Elektrolyten. In der Praxis werden zwei 
Elektrodenanordnungen unterschieden: 1. Messung mit direktem Kontakt der Elektroden (contact) 
und 2. die kapazitative Kopplung (contactless) 102. Aufgrund der großen Voreile gegenüber der 
contact-Anordnung (geringeres Hintergrundsignal, keine Bläschenbildung durch Elektrolyse und 
bessere Integration der Elektroden) setzt sich die contactless-Variante in der MCE langsam 
durch103. 
Im Vergleich zur Amperometrie ist die Konduktometrie die flexiblere elektrochemische 
Methode, da auch nicht elektroaktive Substanzen und über indirekte Detektion AS, Peptide, 
Proteine und Oligonuklotide104 detektiert werden können.  
Neben den etablierten Techniken Fluoreszenz, Amperometrie und Konduktometrie spielt die 
Nanoelektrospray-Massenspektrometrie mit der Möglichkeit zur Strukturaufklärung der Analyten 
durch extrahierte Massenspektren eine immer größere Rolle zur Detektion in der 
Mikrochipelektrophorese. Sie ist die in dieser Arbeit verwendete Detektionstechnik und wird 
deshalb im Folgenden detailliert beschrieben. 
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2.2 Elektrospray-Ionisations-Massenspektrometrie 
 
Die Einführung von MALDI105 (Matrix-assisted Laser Desorption/Ionization) und ESI106 (Electrospray 
Ionization) als weiche Ionisationsarten hat die massenspektrometrische Detektion von 
Biomolekülen revolutioniert107,108,109. Zur Ionisation unpolarerer, thermisch stabiler Verbindungen 
bei Atmosphärendruck (Atmospheric Pressure Ionisation) empfiehlt sich außerdem der Einsatz von 
APCI (Atmospheric Pressure Chemical Ionization) oder APPI (Atmospheric Pressure Photo Ionization). 
Bei MALDI-MS findet die Ionisation aus einer kristallinen Matrix mittels Laser-Impuls statt, die 
im Allgemeinen zur Offline-Analyse eingesetzt wird. Dahingegeben kann bei ESI direkt aus der 
Lösung detektiert werden, was die Kopplung mit chromatographischen und elektrophoretischen 
Trenntechniken erlaubt und somit die Analyse komplexer Stoffgemische ermöglicht110,111. Die 
Reihenschaltung zweier oder mehrerer Massenanalysatoren erlaubt MS/MS (Tandem) und MSn-
Experimente und liefert zusätzliche Strukturinformationen112,113,114. 
Unter Elektrospray versteht man das Versprühen einer Flüssigkeit unter Einwirkung eines 
elektrischen Feldes. Dieses Phänomen wurde von J. Zeleny bereits Anfang des 20. Jahrhunderts 
wissenschaftlich untersucht115,116. In den 70er Jahren erzeugten M. Dole et al. mit Hilfe von 
Elektrospray gasförmige Ionen von Polystyrol, konnten diese in Ermangelung geeigneter 
Analysatoren jedoch nicht direkt massenspektrometrisch nachweisen117. Mit der Verfügbarkeit 
von Quadrupol-Massenspektrometer widmeten sich zeitgleich die Arbeitsgruppen von J. 
Fenn118,119 (Yale/USA) und M. Aleksandrov120 (Leningrad/UdSSR) diesem Forschungsthema und 
etablierten damit die Elektrospray-Ionisations-Massenspektrometrie (ESI-MS). 2002 wurden die 
Arbeiten von J. Fenn (ESI), K.Tanaka (MALDI) und K.Wüthrich (NMR) zur Analyse 
biologischer Makromoleküle mit dem Chemie-Nobelpreis ausgezeichnet.  
Während der Elektrosprayionisation findet im Gegensatz zu APCI/APPI keine Ionisierung der 
Analytmoleküle in der Gasphase statt. Vielmehr werden die bereits in Lösung vorliegenden 
Kationen/Anionen in die Gasphase überführt und somit für die MS-Detektion zugänglich121. 
Außerdem können ungeladene Analytmoleküle mit Ionen aus der Lösung assoziieren, wie es 
beispielsweise bei Natrium-Addukten von Zuckern beobachtet wird, die als detektierbare 
Gasphasenionen in das Hochvakuum des Massenanalysators transferiert werden. 
Durch Anlegen des elektrischen Feldes kommt es zur Ladungstrennung an der Kapillarspitze. 
Kationen sammeln sich an der Flüssigkeitsoberfläche an und werden von der Gegenelektrode 
(MS-Eingang) angezogen. Während die Oberflächenspannung der Flüssigkeit dem entgegenwirkt, 
kommt es im Gleichgewicht zwischen elektrostatischer Kraft und Oberflächenspannung zur 
quasikonischen Deformation an der Grenzfläche Flüssigkeit/Luft122. 
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Erreicht das elektrische Feld den Schwellwert Eon (electrospray onset) 123 beginnt die Ausbildung des 
charakteristischen Taylor-Konus124 (Gl. 4). Im stabilen Zustand (cone-jet mode) werden über das 
Flüssigkeitsfilament (jet) geladene Flüssigkeitströpfchen als Spray (plume) emittiert (Abb. 3). 
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Die Zugabe der organischen Modifier Methanol (γ = 22,3 mN/m), Acetonitril (γ = 28,3 mN/m) 
oder Isopropanol (γ = 21,2 mN/m) ermöglicht durch Verringerung der Oberflächenspannung im 
Vergleich zu Wasser (γ = 71,8 mN/m)I das Versprühen der Lösungen bei geringeren Feldstärken. 
Vor allem im Negativmodus (negatives Potential an der Kapillarspitze) können durch hohe 
Feldstärken schnell unerwünschte elektrische Entladungen (corona discharges) auftreten125. 
 
 
Abb. 3 Schematische Darstellung des makroskopischen (oben) und mikroskopischen (unten) ESI-Prozesses 
aus F. Lottspeich / H. Zorbas „Bioanalytik“  126 (Beschreibung im Text) 
                                                 
I Stoffdaten bei 25 °C (nach Y. Marcus “The Properties of Solvents” Wiley 1998) 
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Die Zufuhr thermischer Energie im MS-Interface als N2-Strom (curtain gas) oder über eine 
Transferline (beheizte Metallkapillare) bewirkt das Verdampfen von Lösemittel, die geladenen 
Anfangströpfchen schrumpfen. Bei konstanter Ladung Q steigt die Oberflächenladungsdichte 
der Tröpfchen bis zur Stabilitätsgrenze (Rayleigh-Limit)127. Während der Coulomb-Explosion 
überschreitet die abstoßende Coulombkraft gleicher Ladungen die Oberflächenspannung der 
Flüssigkeit (Gl. 5) und es kommt zum Zerfall in viele kleinere Tröpfchen (fission).  
 
Gl. 5 3
08 RQ ⋅⋅⋅= γεπ  γ   - Oberflächenspannung der Lösung ε0  - Dielektrizitätskonstante im Vakuum 
R  - Tröpfchenradius  
 
 
Da das Verdampfen des Lösemittels fortwährend stattfindet, können auch mehrere Coulomb-
Explosionen hintereinander ablaufen. Kebarle et al.128 entwickelten folgendes Zerfallschema 
(Abb. 4), bei dem die neuen Tröpfchen (offspring droplets) im Vergleich zu den Elterntröpfchen 
(parent droplets) einen 90% geringeren Radius aufweisen. Gomez et al.129 beobachten den 
Tröpfchenzerfall schon bei 80% des Rayleigh-Limits (uneven fission).  
 
 
 
Abb. 4 Zerfallsschema von geladenen Flüssigkeitströpfchen mit Erreichen des Rayleigh-Limits128 
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Über die Frage, wie aus geladenen Flüssigkeitströpfchen freie Gasphasenionen entstehen können, 
existieren zwei Modelvorstellungen. Das ältere Modell des geladenen Rückstandes (Charged-
Residue Model) stammt vom Wegbereiter des Elektrosprays M. Dole130 und wurde von F. 
Röllgen131 zur SIDT-Theorie (single ion in droplet theory) ausgebaut. Beide Forscher postulieren, dass 
durch die aufeinanderfolgenden Coulomb-Explosionen (Zerfallskaskade) am Ende sehr kleine 
Tröpfchen (≈1nm) mit einem einzelnen Analytmolekül entstehen. Die Kollision mit N2-
Molekeülen als letztem Desolvatisierungsschritt führt letztendlich zur Freisetzung der 
Gasphasenionen. Das alternative Ionenemissionsmodel (Ion Evaporation Model)  von J. Iribane132 
und B. Thomson133 geht von einer kontinuierlichen Freisetzung der Ionen in die Gasphase 
unterhalb des Rayleigh-Limits aus hochgeladenen Tröpfchen mit vielen Analytmolekülen aus. 
Zwar wird über beide Mechanismen in der Community heftig diskutiert, jedoch herrscht 
Konsens darin, dass die CRM-Theorie zur Beschreibung der Ionisation von Proteinen134,135, die 
IEM-Theorie dagegen besser für kleinere Moleküle136 geeignet ist.  
Neben dem Verständnis zur Bildung freier Gasphasenionen aus Lösemitteltröpfchen ist die 
Interpretation des Elektrosprayprozesses als elektrolytische Zelle von enormer Bedeutung137. Wie 
bereits beschrieben, führt das angelegte elektrische Feld zur Ladungstrennung. Im Postivmodus 
akkumulieren und verlassen Kationen als Tröpfchen die Flüssigkeitsoberfläche über den Taylor-
Konus während Anionen (Gegenionen) zur positiven Kapillarspitze (Anode) wandern und dort 
ein Gegenpotential ausbilden. Der notwendige Ladungsausgleich findet über Oxidation an der 
Anode statt, ansonsten wäre das Elektrospraypotential ausgeglichen und der Sprayprozess würde 
zusammenbrechen. Um die Ladungsbilanz auszugleichen, muss der resultierende Strom IF in 
seiner Größe dem Spraystrom IES entsprechen. Im Umkehrschluss müssen bei Erhöhung des 
Spraystromes genügend elektroaktive Komponenten durch eine ausreichende Flussrate bereit 
gestellt werden, um stabiles Elektrospray zu gewährleisten. Die Stellung in der elektrochemischen 
Spannungsreihe (geringstes Standardpotential E0 zuerst) bestimmt die Oxidationsreihenfolge von 
Analyt, Elektrolyt oder Elektrodenmaterial im Redoxsystem Elektrosprayprozess. Aus der 
Erläuterung wird deutlich, warum pH-Wert (Ladungszustand), Verschleiß am Elektrodenmaterial 
(Änderung der Grenzfläche Kapillare/Flüssigkeit), Kapillarcoatings (Änderung des EOF) oder 
während der elektrophoretischen Trennung gebildete Gasblasen (Änderung/Unterbrechung der 
Flussrate) großen Einfluss auf das „sensible“ System Elektrospray haben138.  
Vor allem vor dem Hintergrund bioanalytischer Fragestellungen mit geringsten Probenvolumina 
führte die Miniaturisierung der pneumatischen ESI-MS (Ionspray) zur Entwicklung der 
Nanoelektrospray-Massenspektrometrie (nanoES-MS), die bei geringeren Spitzendurchmessern 
auch ohne Anlegen eines externen Druckes funktioniert. Prinzip und Vorteile dieser Technik 
gegenüber ESI-MS sollen im Folgenden diskutiert werden. 
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2.2.1 Nanoelektrospray-Massenspektrometrie nach Wilm und Mann 
 
Im Allgemeinen wird bei konventionellen ESI-MS-Analysen mit Spitzendurchmessern (i. d.) von 
100 µm gearbeitet und Eluent und Probe durch Direktinjektion oder LC/MS-Kopplung mit 
Flussraten von rund 100 µl/min in den Analysator eingeführt139,140. Im Widerspruch dazu stehen 
jedoch für viele Anwendungen nur Probenvolumina von wenigen Mikrolitern zur Verfügung. In 
den meisten Fällen kann der Verlust an Sensitivität nicht in Kauf genommen werden, so dass sich 
die Proben-Verdünnung ausschließt. Aus diesem Grund existiert ein großer Bedarf an sensitiven 
Analysentechniken mit geringen Flussraten. 1994 stellten Emmett und Caprioli ihre „Mikrospray-
Quelle“ vor141. Sie arbeitet druckunterstützt mittels Spritzenpumpe und besteht aus gepackten 
CE-Kapillaren, deren Spitzendurchmesser nach Eintauchen in Flusssäure (HF) auf 5-250 µm 
reduziert wurden. Die Konfiguration ermöglicht stabile Elektrosprays mit Flussraten im sub 
µl/min-Bereich. Aufbauend auf der Theorie von Taylor124 veröffentlichten Wilm und Mann im 
gleichen Jahr ihr theoretisches Modell zum Elektrosprayprozess, in dem sie explizit den 
Zusammenhang zwischen Emitterzone des Taylor-Konus (entspricht der Tröpfchengröße) und 
der Flussrate diskutieren142. Neben der mathematischen Herleitung und dem Vergleich mit 
experimentellen Daten beinhaltet die Arbeit außerdem den ersten Versuchsaufbau (Abb. 5) für 
die massenspektrometrische Detektion ohne externen Druck oder Nebulizng-Gas/Sheath-Flow-
Unterstützung und schafft damit die wissenschaftlichen Grundlagen zur Anwendung der 
modernen Nanoelektrospray-Massenspektrometrie (nanoES-MS).  
 
 
Abb. 5 Nanoelektrospray (nanoES)-Quelle von Wilm und Mann142  
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Demnach wurden zum Versprühen der Analyten Borofloatglas-Kapillaren mit Öffnungen 
zwischen 1-3 µm verwendet. Sie können mittels Ziehgerät (Sutter Instrument Company/USA) in 
einfacher Weise reproduzierbar und in großen Stückzahlen hergestellt werden. Der Abstand 
zwischen Spitze und MS-Eingang betrug 1-2 mm und die elektrische Kontaktierung erfolgte über 
Goldbeschichtung. Die Reduzierung der Spitzenöffnung im ersten nano-ES-Setup zieht eine 
deutliche Verringerung der Flussrate auf 25 nL/min nach sich, ohne dass zur Generierung 
stabiler Elektrosprays externer Druck notwendig ist. Für 1 µl Probenvolumen ergibt sich 
demnach eine maximale MS-Analysenzeit von 50 min. Nach der Theorie von Wilm und Mann 
besteht Proportionalität zwischen dem Zonenradius der Tröpfchenemission (re) und der 
Flussrate^2/3. Die Korrelation wird in Abb. 6 und Gl. 6 verdeutlicht und zusammengefasst. 
Somit entsprechen Flussraten im nL/min-Bereich geringen Radien zur Emission am Taylor-
Konus. Gegenüber pneumatischem Elektrospray (Ionspray) mit Tröpfchendurchmessern von 1-2 
µm werden für nanoES auf diese Weise 100-1000fach geringere Tröpfchenvolumina mit 
Durchmessern unter 200 nm vorhergesagt143.   
 
 
 
Abb. 6 Zone der Tröpfchenemission am Taylor-Konus nach Wilm und Mann142 
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Daneben existieren zwei weitere Modelle zur Berechnung des Tröpfchendurchmessers in 
Abhängigkeit von der Flussrate. Unter Berücksichtigung eines H2O/MeOH/HAc-Elektrolyten  
und einer typischen Flussrate von 20 nL/min ermittelten Pfeifer und Hendricks144 
Tröpfchendurchmesser von 200 µm, die um Größenordungen über den beobachteten Werten 
liegen und deshalb heftig umstritten sind145. Im Gegensatz dazu, aber im Einklang mit Wilm und 
Mann, geben Fernandez de la Mora und Loscertales146 Dimensionen im sub-µm Bereich an.  
Konventionelles Ionspray und nanoES unterscheiden sich im Wesentlichen in drei Punkten: 1. 
Spitzendurchmesser (i.d.), 2. Druckunterstützung und 3. Mechanismus (Tröpfchendurchmesser), 
woraus sich weit reichende Konsequenzen ergeben. Gegenüber Ionspray ziehen geringere 
Tröpfchendurchmesser am Anfang die Reduzierung der Zerfallsschritte bis zur Entstehung der 
Gasphasenionen nach sich, was gleichzeitig einer geringeren Aufkonzentrierung von Analyt und 
Elektrolyt im nanoES-Prozess entspricht147 und als verringerte Ionensuppression bezeichnet 
wird. Im Ergebnis zeichnet sich nanoES im Vergleich zu Ionspray außerdem mit einer höheren 
Toleranz gegenüber nicht flüchtigen Verbindungen aus. Nach Juraschek et al. 148 können mittels 
nanoES für 10µmol/L Insulin (H2O/MeOH/HAc-Elektrolyt) auch in Anwesenheit von 
10mmol/L NaCl aussagekräftige Massenspektren gewonnen werden. Wie bereits erörtert, werden 
im Massenspektrometer Gasphasenionen detektiert. Es ist Aufgabe des Ionisationsprozesses 
(ESI/nanoES) diese zu generieren. Entstehen, wie im ESI-Prozess, am Anfang der 
Zerfallkaskade große Tröpfchen, kommt es zur Akkumulation von Analytionen in den 
Resttröpfchen. Bis zum Eintritt in den Analysator können nicht alle Analytionen in die Gasphase 
transferiert werden. Aus diesem Grund werden für ESI-MS im Vergleich zu nanoES-MS 
geringere Sensitivitäten beobachtet. Im Umkehrschluss ermöglicht der Einsatz von nanoES die 
MS-Detektion von Analyten in geringen Konzentrationen. Dies gilt in wässrigen Elektrolyten 
insbesondere für Zucker, Glykoside und Glykoproteine, die mit Hilfe klassischer ESI-MS für die 
Analyse nur schwer zugänglich sind149. Neben dem Mechanismus zur Bildung der 
Gasphasenionen besitzt die bei Nanoelektrospray aus dem Emitterdurchmesser resultierende 
Flussrate entscheidenden Einfluss auf die Ionisierungseffizienz150. Deshalb hat die Definition und 
Reproduzierbarkeit einheitlicher Spitzengeometrien große Bedeutung für die Beurteilung und 
Diskussion des nano-ES-Prozesses. Geringe Flussraten, angepasst an kleine Probenvolumina, 
ermöglichen lange Analysenzeiten für MS/MS-Experimente zur Strukturaufklärung. Zusammen 
mit der verbesserten Kompatibilität gegenüber salzhaltigen Verbindungen und der gesteigerten 
Sensitivität ergeben sich für die nanoES-MS vielfältige Einsatzmöglichkeiten auf dem Gebiet der 
Bioanalytik151,152,153. Dem Einsatz von nanoES-MS in der Routineanalytik steht zurzeit noch der 
große Aufwand beim Befüllen der Spitzen entgegen und setzt geübtes Personal voraus. Hier setzt 
die Entwicklung integrierter lab-on-a-chip Systeme mit hohem Automatisierungsgrad an. 
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2.2.2 Massenanalysatoren 
 
Zur Beurteilung von Massenspektrometern sind die beiden Parameter Auflösung (Resolution) und 
Genauigkeit (Accuracy) von großer Bedeutung. Die zur Bestimmung der Isotopenverteilung 
wichtige Auflösung beschreibt die Unterscheidbarkeit zweier Massenpeaks bei 10- bzw. 50% 
ihrer Signalintensität. Bei einem Gerät mit einer Massenauflösung von 10.000 können 
beispielsweise die Massenpeaks 10.000 und 10.001 oder 5.000 und 0,5 unterschieden werden. Für 
Time of Flight Geräte bezieht sich die Auflösung auf den einzelnen Massenpeak (Full Width at 
Half Maximum) und wird als Quotient von Massenpeak und Halbwertspeakbreite angegeben.  
Die Genauigkeit stellt die Abweichung des Messsignals zur tatsächlichen molekularen Masse des 
Analyten dar. Abhängig vom Molekulargewicht wird zur Berechnung die monoisotopische und 
ab 5000 Da die mittlere Masse herangezogen154. Vor allem in der Bioanalytik spielen die FT-ICR 
(Fouriertransformations-Ionenzyklotronresonanz) und die seit 2005 verfügbaren Orbitrap Geräte 
(ohne Kühlung mit flüssigem Helium) aufgrund ihrer hohen Genauigkeit (sub ppm)155 eine 
zentrale Rolle zur exakten Massenbestimmung. Alle Typen von Massenspektrometern haben ihre 
Vorteile und Beschränkungen (Preis). Tab.3  fasst die Leistungsdaten zusammen. 
 
Tab. 3 Übersicht Typen von Massenanalysatoren nach E. de Hoffmann und V. Stroobant156  
 
Massen-
analysator 
Massen-
Bereich m/z 
[Th] 
Auflösung 
FWHM 
(m/z 1000) 
 
Genauigkeit 
[ppm] 
Ionen-
Sampling 
Druck 
[Torr] 
1 Torr=133Pa 
Tandem MS 
Quadrupol 4000 
 
2000 100 kontinuierlich 10-5 MS/MS 
Ion Trap 
(Ionenfallen) 
6000 4000 100 gepulst 10-3 MSn 
ToF  
(Time of  Flight) 
> 1 Million 5000 200 gepulst 10-6 - 
TOF 
Reflektor 
10.000 20.000 10 gepulst 10-6 MS/MS 
Sektorfled 
 
20.000 100.000 < 10 kontinuierlich 10-6 MS/MS 
FT-ICR 
 
30.000 500.000 < 5* 
 
gepulst 10-10 MSn 
Orbitrap 
*siehe Text 
50.000 100.000 < 5* 
 
gepulst 10-10 - 
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Quadrupol-Massenspektrometer 
 
Quadrupol-Massenspektrometer wurden von Paul und Steinwedel an der Universität Bonn 
entwickelt und 1953 erstmals der Öffentlichkeit vorgestellt157. Aufgrund des hohen Interesses 
wurden sehr schnell kommerzielle Systeme angeboten158. Heute sind die robusten und 
preiswerten Analysatoren fester Bestandteil jedes MS-Labors zur Routineanalytik. Quadrupole 
bestehen aus vier Metallelektroden (hyperbolisch oder stabförmig), die abhängig vom 
anliegenden elektrischen Feld Ionen selektiv (m/z-Verhältnis) zum Detektor durchlassen und 
deshalb häufig auch als Massenfilter bezeichnet werden. Abb. 7 zeigt ihren prinzipiellen Aufbau.  
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Abb. 7 Elektrodenanordnung im Quadrupol-Massenspektrometer 
 
Gegenüberliegende Elektroden sind miteinander verbunden. Beide Paare werden an einer 
Gleichspannungsquelle als Plus-, und Minuspol angeschlossen ist. Zusätzlich überlagert eine um 
180° phasenverschobene Wechselspannung. Abhängig von eingestellter Gleich- und 
Wechselspannung passieren Ionen den Quadrupol auf stabilen Flugbahnen (Trajektorien). Zur 
Lösung der Differentialgleichungen zur Beschreibung der Ionenbewegung in der x-y-Ebene kann 
auf bekannte Lösungen der Mathieuschen Gleichungen (Abb. 8) zurückgegriffen werden. Die erste 
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Lösung ergibt für das Ion stabile Flugbahnen mit unterschiedlichen Amplituden durch den 
Quadrupol wohingegen die zweite Lösung Kollisionen mit den Metallelektroden entspricht. 
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a/q = konst. entspricht Arbeitsgerade für stabile Ionen-Oszillation (Trajektorie) durch den Quadrupol zum Detektor
 
Abb. 8 Lösungen der Mathieuschen Gleichungen und Stabilitätsdiagramm nach Chemgapedia159 
 
Als graphisches Ergebnis erhält man das Stabilitätsdiagramm (Abb. 8). In Abhängigkeit vom zu 
messenden Ion (m/z-Wert) sind die a/q-Werte (Variation von r, U, A und ω) interessant, die 
stabile Flugbahnen ermöglichen. In diesem Zusammenhang wird auch klar, warum es sich bei 
Quadrupol-Massenspektrometern (QMS) um scannende Instrumente handelt. Moderne QMS 
bieten Scangeschwindigkeiten bis 15000u/s 160. Dadurch könnte zum Beispiel ein praxisrelevanter 
Massenbereich von 600 m/z mit einer Frequenz von 25Hz analysiert werden. 
Neben dem einfachen Scanmodus ergeben sich durch Reihenschaltung mehrerer Analysatoren 
als Triple-Quadrupol (Q-Q-Q) vielversprechende Experimentierstrategien, die zusätzliche 
Strukturinformationen liefern. Beim Produkt-Ionen-Scan (Product Ion Scan) passieren definierte 
Ionen den ersten Quadrupol (Q1), werden im zweiten Quadrupol (Q2) als Kollisionszelle 
fragmentiert und im dritten Quadrupol (Q3) gescannt. Im Vorläufer-Ionen-Scan (Precursor Ion 
Scan) wird das umgekehrte Prinzip angewendet (Q1-Sanmodus/Q3-definiertes m/z-Verhältnis). 
Über den Neutralverlust-Scan (Neutral loss Scan) besteht die Möglichkeit während der 
Fragmentierung in Q2 entstandene Neutralteilchen nachzuweisen. Zur Steigerung der Sensitivität 
empfiehlt sich die Übertragung des Selected Ion Monitorings von Single-Quadrupol-
Massenspektrometern auf Triple-Quadrupol-Systeme als Selected Reaction Monitoring (SRM) mit 
definierten m/z-Verhältnissen für alle Quadrupole. 
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Flugzeit-Massenspektrometer 
 
Das Konzept des Flugzeit-Massenspektrometers (Time of Flight) wurde schon 1946 von Stephens 
eingeführt161. Wiley und McLaren entwickelten das Design zum Linear-ToF-MS mit verzögerter 
Ionenextraktion (Delayed Extraction) weiter162. Mit Entwicklung der gepulsten Ionisationsart 
MALDI durch Karas/Hillenkamp163 und Tanaka164 Ende der 80er-Jahre erzielte der ToF-
Analysator (gepulstes Ionen Sampling) den großen Durchbruch. Abb. 9 zeigt Aufbau und Prinzip 
eines Flugzeit-Massenspektrometers. Die Ionen-Analyse kann sowohl im Linear- (ohne 
Reflektorspannung), als auch im Reflektor-Modus erfolgen. Herzstück der Methode ist die hoch 
genaue Messung der Flugzeit, die Ionen nach ihrer Beschleunigung zum Durchlaufen der 
feldfreien Driftstrecke benötigen und welche proportional zu ihrem m/z-Verhältnis ist. 
Theoretisch ist der zugängliche Massenbereich von Flugzeit-Massenspektrometern unbegrenzt, 
jedoch nimmt die Empfindlichkeit der Detektoren mit zunehmenden Molekülmassen ab. 
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Abb. 9 Aufbau und Prinzip eines Flugzeit-Massenspektrometer mit Reflektor 
 
Problematisch in Bezug auf eine korrekte Zeitmessung massengleicher Ionen (m1 = m2) ist ihre 
mögliche unterschiedliche Energieverteilung (E1 < E2) beim Eintritt in den Driftraum, die auf 
den Ionsisationsprozess und Zusammenstöße der Moleküle während der Beschleunigungsphase 
zurückzuführen ist. Infolgedessen ergeben sich für die ermittelten m/z-Werte breitere 
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Intensitätsverteilungen, was einer Herabsetzung der Massenauflösung entspricht. Die von 
Mamyrin erstmals vorgestellte Implementierung von Ionen-Spiegeln (Reflektoren) in linearen 
Instrumenten stellt eine wichtige Weiterentwicklung zur Steigerung von Auflösung und 
Massengenauigkeit dar165. Im Vergleich zur Beschleunigungsspannung (UB) werden am Reflektor 
(UR) Faktor 1,05-1,1 höhere Spannungen angelegt, die zur Richtungsumkehr der Ionen führen166. 
Gegenüber energieärmeren, langsameren Ionen können energiereichere, schnellere Ionen weiter 
ins Gegenfeld eindringen, legen dabei längere Wegstrecken zurück und benötigen am Ende somit 
die gleiche Flugzeit. Massengleiche Ionen unterschiedlicher Startenergie können aus diesem 
Grund zeitgleich, als scharfer Intensitätspeak (hohe Auflösung), detektiert werden. Analog zu 
Reflektor-Analysatoren dient die verzögerte Ionenextraktion (Delayed Extraction) ebenfalls zur 
Verbesserung der Massenauflösung. Abb. 10 stellt die Wirkungsweise schematisch dar. 
 
 
 
Abb. 10 Prinzip der verzögerten Ionenextraktion in einem Linear-ToF-MS (Erklärung s. Text) 
 
Im dargestellten Fall weist Molekül 1 gegenüber dem massengleichen Molekül 2 eine höhere 
Startenergie auf (längerer Vektorpfeil) und entfernt sich deshalb während der Verzögerungszeit 
weiter weg vom Ausgangspunkt (z. B. MALDI-Probenteller). Wegen des größeren Abstandes 
erfährt Molekül 1 durch den Extraktionsimpuls (UE) eine geringere Energie als Molekül 2 
(niedrigere Startenergie). Aufgrund der erhöhten Bewegungsenergie gleicht Molekül 2 nach 
Beschleunigung (UB) beim Eintritt in den feldfreien Driftraum den Rückstand gegenüber Molekül 
1 aus und beide Ionen werden zeitgleich mit hoher Auflösung detektiert. Ein weiterer Vorteil 
dieser Methode besteht außerdem in der Möglichkeit durch Energieeintrag (Extraktionsimpuls) 
die Bildung strukturspezifische Fragmentionen zu induzieren167,168. 
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2.3 Mikrochip-MS-Kopplungstechniken 
 
Abgeleitet von der historischen Entwicklung sind für die Darstellung des Stands der Technik auf 
dem Gebiet der Mikrochip-MS-Kopplung folgende drei Techniken relevant: Sprühen von Kante, 
Externer- und Monolithisch integrierter Emitter. Die große Forschungsaktivität auf diesem Gebiet 
spiegeln 5 Übersichtsartikel169,170,171,172,173 wieder, die seit 2005 erschienen sind. Für die vollständige 
thematische Behandlung sind außerdem die Möglichkeiten zur elektrischen Kontaktierung des 
Emitters von großer Bedeutung.  
 
2.3.1 Sprühen von Kante 
 
Bereits in den Anfangsjahren der lab-on-a-chip Forschung wurden von Ramsey174 und Karger175 
1997 die ersten Kopplungen mikrofluidischer Glasschips mit der Elektrospray-
Massenspektrometrie beschrieben. Beiden Arbeiten ist der identische Ansatz „Sprühen von 
Kante“ (Abb. 11) gemeinsam. Dabei wird das Elektrospray direkt an der äußeren Öffnung des 
mikrofluidischen Chips erzeugt. An der Chipkante, als großer Emitterfläche, kommt es aufgrund 
des geringen Kontaktwinkels wässriger Elektrolyten auf vergleichsweise hydrophiler 
Glasoberfläche zur Ausbildung eines relativ großen Tropfens, der als Totvolumen wirkt. Dieses 
Phänomen verschlechtert die Effizienz integrierter Trennverfahren nachhaltig. Möglichkeiten 
dem negativen Effekt entgegenzuwirken sind die Hydrophobisierung der Sprühkante oder die 
Verwendung von porösen Polymeren als Membranen176 oder monolithische stationäre Phasen177 
im Kanalausgang. Für elektrophoretische Trennungen mit hoher Auflösung ist die Generierung 
von stabilem Elektrospray ohne Anlegen von externem Druck vorteilhaft. Während in der Arbeit 
von Ramsay ausreichender elektroosmotischer Fluss induziert werden konnte, musste bei Karger 
eine externe Flussrate von 100-200nl/min appliziert werden.  
 
 
Abb. 11 Mikrochip-MS-Kopplungstechnik „Sprühen von Kante“ 
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2.3.2. Externer Emitter  
 
Bei dieser am weitesten verbreiteten Variante der Chip-MS-Kopplungstechnik werden manuell 
eingepasste FS (Fused Silica) Kapillaren oder nanoES Nadeln als externe Emitter eingesetzt. Als 
Chipsubstrate finden sowohl Glas178,179,180,181,182 als auch verschiedene Kunststoffe wie 
Polycarbonat (PC)183, Polydimethylsiloxan (PDMS)184,185,186, Polymethylmethacrylat (PMMA)187,188 
oder Zeonor189,190 Verwendung. Charakteristisch für diesen Ansatz ist die deutliche Reduzierung 
der Emitterfläche (Abb. 12), was der Tropfenbildung und damit der Entstehung von Totvolumen 
entscheidend entgegenwirkt. Es muss davon ausgegangen werden, dass an der Schnittstelle 
zwischen Chip und eingepasstem Emitter durch Bohrungen191,192 oder Verschraubungen193,194 
Totvolumen entsteht. Auch wurden bereits Chip-MS-Kopplungen mit dünnen integrierten 
Emitterplättchen195,196,197 vorgestellt. Die zeitaufwendige und störanfällige Assemblierung des 
Emitters erfordert in jedem Fall hohes handwerkliches Geschick des Experimentators und steht 
damit im Widerspruch zu den Anforderungen der Massenproduktion von Werkzeugen für 
Hochdurchsatzscreenig-Applikationen.  
 
 
Abb. 12 Mikrochip-MS-Kopplungstechnik „Externer Emitter“ 
 
Aus der Vielzahl der interessanten Veröffentlichungen stechen zwei Arbeiten hervor, die 
eindrucksvoll das Potential der MCE-MS-Kopplung im Hinblick auf die Herausforderungen auf 
dem Gebiet der Proteomforschung aufzeigen. Schon 2000 konnten die Gruppen um B. L. 
Karger198 und P. Thibault199 anspruchsvolle elektrophoretische Chiptrennungen mit MS-
Detektion realisieren. Auffallend bei Karger ist der Aufbau als subatmosphärisches Interface 
(78kPa) zur Generierung eines stabilen Elektrosprays. Neben Peptiden und Proteinen wurden 
auch tryptische Verdaue von Rinderserumalbumin (Bovine Serum Albumin) und Membranproteinen 
aus Haemophilus influenzae (gramnegatives Bakterium) analysiert. Zur Verbesserung der 
Trenneffizienz wurden Kapillarcoatings aus Polyacrylamid, Polyvinylalkohol (PVA) und BCQ 
[(acryloylamino)propyl]trimethylammoniumchlorid] eingesetzt. 
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2.3.3. Monolithisch integrierter Emitter 
 
Beim monolithisch integrierten Emitter handelt es sich um die Methode der Wahl zur Kopplung 
mikrofluidischer Systeme mit der Elektrospray-Massenspektrometrie. Es gibt keine Schnittstelle 
zwischen Emitter und Chip, denn beide Komponenten bestehen aus einem Substrat. Das 
konische Zulaufen der Emitterspitze führt zur Reduzierung der Wandstärke und damit zum  
Aufheben der Emitterfläche. Totvolumen tritt somit praktisch nicht mehr auf. 
 
 
 
Abb. 13 Mikrochip-MS-Kopplungstechnik „Monolithisch integrierter Emitter“ 
 
Zur Herstellung monolithischer Emitter in Kunstoffen existiert eine Vielzahl etablierter 
Fertigungstechniken: Heißprägen200 und Abformen von PDMS201,202 oder PMMA203, SU-8 
Fotolack204,205,206,207 (Photolithographie), Mikrofräsen in PMMA208,209 und Laserablation von PC210. 
Die Firma Dyconex (Zürich, Schweiz) entwickelte für die Mikroelektronikindustrie ein spezielles 
Plasma-Ablationsverfahren, dass auch zur Herstellung von Emitterchips in Polyimid (PI)211 
Verwendung findet. Rossier et al.212 realisierten damit ein Chip-Mikrospraysystem zur Detektion 
mittels Fourier-Transformations-Ionenzyklotronresonanz-Massenspektrometrie (FT-ICR-MS). 
Seit einiger Zeit ist der erste kommerzielle monolithische Emitterchip213,214 am Markt erhältlich. 
Er wird durch Laserablation in Polyimid hergestellt und enthält neben dem Emitter außerdem 
unpolare Trennphasen für die chromatographische Probenanreicherung und Stofftrennung. Für 
Hochdurchsatzscreenig-Applikationen (HTS) erscheint die Implementierung mehrer Emitter auf 
einem Chip vorteilhaft215,216,217,218. Ziel der Entwicklung ist die Anpassung der Emitterzahl auf das 
standardisierte 96well-Format219. Reaktives Ionentiefenätzen (Deep Reactive Ion Etching) stellt ein 
effektives Verfahren zur Herstellung von Multiemitterchips dar, die als Kassetten220 eingesetzt 
werden. Die Firma Advion (Ithaca, USA) vertreibt einen auf Silizium basierenden externen 
Zerstäuberchip221,222, der zur Direktinfusion oder als Interface für die LC/MC-Kopplung 
eingesetzt werden kann.  
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Die Herstellung monolithischer Emitter mit sich verjüngender Sprühspitze gewinnt in Glas 
aufgrund seiner vorteilhaften Eigenschaften (chemische Resistenz und optische Transparenz) 
zunehmend an Bedeutung, obwohl dessen Fertigung aufwendiger ist als die in Kunststoffen223.  
Eine dennoch einfache Möglichkeit zur Generierung des monolithischen Emitters in Glas ist das 
Zuschleifen224 der 4 Chipkanten am Kanalausgang. Die resultierende Ausbildung des Taylor-
Konus ist unabhängig von Kanten und erlaubt die stabile MS-Detektion von Lysozym. Jedoch ist 
bei der manuellen Vorgehensweise die zentrische Positionierung des Kanals im Emitter 
problematisch. Ein Ausweg ist das Anschleifen von nur 2 Chipkanten, das jedoch die 
Emitterfläche vergrößert (Totvolumen). Eine Weiterentwicklung stellen die erst vor kurzem 
(2008) veröffentlichten Arbeiten von Freire et al.225 und von Mellors et al.27 dar. Ihnen sind die 
geringe Substratdicke von nur 0,3 mm und der Kanalausgang an der Chipecke gemeinsam. Der 
photolithographische Herstellungsprozess reduziert die Emitterfläche deutlich und stellt die 
zentrische Positionierung des Kanals im Emitter sicher (Abb. 14). 
 
 
 A) nach Freire et al. 225 
Abb. 14 Monolithischer Chip-MS Emitter 
B) nach Mellors et al. 27 
SW-Sample Waste, S-Sample, B-Buffer, SC-Side Channel 
 
Während Freire et al. vergleichende Chip-MS Experimente (Direktinfusion) durchführten, 
verwendeten Mellors et al. ihren Chip für die MCE-MS-Kopplung. Durch Serpentinenführung 
wurde die Länge des elektrophoretischen Trennkanals vervierfacht und dadurch die 
Trennstufenzahl drastisch gesteigert. Zusammen mit der Einführung des positiv geladenen 
Kanalcoatings PolyE-323226,227 zur Unterdrückung der Wandadsorption konnten somit 
anspruchsvolle Trennungen von Peptiden, Proteinen und tryptischen BSA-Verdau ausgeführt 
werden. Der nächste Schritt zur vollständigen lab-on-a-chip Analyse von Realproben wäre nun die 
Implementierung von Prozessierungseinheiten, z. B. zur Probenvorbereitung oder Protein-
Spaltung. An dieser Stelle soll hervorgehoben werden, dass keine der vorgestellten Arbeiten mit 
Glas als Chipsubstrat, die Generierung einer monolithischen, sich verjüngenden Sprühspitze mit 
reduzierter Wandstärke am Kanalausgang beinhaltet. Hier setzt unsere Entwicklungsarbeit an, 
mit dem Zeil den Herstellungsprozess für einen monolithisch integrierten Emitter zu etablieren. 
A) B) 
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2.3.4. Elektrische Kontaktierung 
 
Bei der Kopplung der Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie (MCE-MS) stellt die  
elektrische Kontaktierung am Emitter eine große Herausforderung dar. Ziel ist es, die Feldstärke 
der elektrophoretischen Trennung und die Elektrosprayspannung der MS-Detektion unabhängig 
voneinander zu definieren. Zum besseren Verständnis der elektrischen Begebenheiten wird in 
Abb. 15 das aus der Mikrochipelektrophorese bekannte Ersatzschaltbild228 auf die MCE-MS 
erweitert. Außerdem werden die verschiedenen Möglichkeiten zur elektrischen Kontaktierung des 
Emitters vorgestellt und ihre Vor- und Nachteile diskutiert. 
 
 
 
 
Abb. 15 Ersatzschaltbild der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie Kopplung 
U1-3 - elek. Spannung in Zugangsvials / R1-3 - spez. Widerstände zwischen Zugangsvials und Injektionskreuz 
UK - elek. Spannung im Injektionskreuz / UE - elek. Spannung am Emitter 
RT - spez. Widerstand des Trennkanals / RS - spez. Widerstand zwischen Emitter und MS-Eingang 
 
Das Serielle Layout ist die einfachste Variante der Chip/MCE-MS-Kopplung und kommt ohne 
direkte elektrische Kontaktierung des Emitters aus183,191. Wie Abb. 15 und 16A  aufzeigt, liegt 
Reihenschaltung der spez. Widerstände des Trennkanals und des Elektrosprayprozesses (UMCE-MS 
= UTrennung + USpray ) vor. Dabei wird der elektrische Strom im Trennkanal durch den hohen 
elektrischen Widerstand des Sprayprozesses (Luftspalt zwischen Emitter und MS-Eingang) und 
nicht durch seinen eigenen spezifischen Widerstand begrenzt. Ein zweiter Nachteil des Seriellen 
Layouts ist der Injektionsmodus. Da während der Injektionsphase keine Rücklaufspannung am 
MS-Eingang 
U2 
U1 
 R1 
R2 
R3 
RT RS 
UE 
U3 
UK 
UTrennunng USpray 
UMCE-MS 
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Emitter definiert werden kann, findet im Trennkanal auch keine Rücklaufströmung und damit 
Probenfokussierung im Injektionskreuz statt. Wie später noch gezeigt wird, kommt es stattdessen 
zu Bandenverbreiterung durch Probendiffusion in den Trennkanal. Dies entspricht geringeren 
Trenneffizienzen. 
 
 
 
Abb. 16 Möglichkeiten der elektrischen Kontaktierung des Emitters zur Kopplung von Mikrofuidikchips und 
Massenspektrometrie 
 
Wie aus Abb. 16 hervorgeht, liegt bei jeder Art der elektrischen Kontaktierung der MS-Eingang 
auf Masse (0 kV). Wird MS-Detektion im Postivmodus vorausgesetzt, schließt diese Anordnung 
positives Elektrospraypotential am Emitter ein. Bei MS-Detektion im Postivmodus kann aber 
auch der Emitter geerdet sein und der MS-Eingang auf negativem Potential liegen. Diese 
patentierte Variante der Elektrospray-Ionisations-Massenspektrometrie (ESI-MS)  hat den großen 
Vorteil, dass keine Hochspannung direkt am Emitter anliegen muss und wird in vielen 
kommerziellen Systemen angewendet.  
 
 
UMCE-MS = UTrennung + USpray 
MS-Eingang 
UTrennunng 
MS-Eingang 
A) Serieller Ansatz 
USpray 
B) Leitfähige Beschichtung 
UTrennung 
MS-Eingang USpray 
C) Liquid Junction 
UTrennung 
MS-Eingang 
D) Make-Up Flow 
Mikrofluidikkanal mit Emitter 
Flüssigkeitsreservoir 
USpray 
Mikrokanäle  
   
   40 
Die leitfähige Beschichtung des Emitters (Abb. 16B) gestattet dessen direkte elektrische 
Kontaktierung und damit die exakte Definition der Elektrosprayspannung. Die 
elektrophoretische Feldstärke ergibt sich aus der Differenz der Spannungen im Injektionskreuz 
(UK) und am Emitter (UE) bezogen auf die Trennstrecke. Außerdem erlaubt dieser Modus die 
Probenfokussierung durch Pinzetteninjektion (weniger Bandenverbreiterung) und damit höhere 
Trenneffizienzen. Aus der Literatur ist eine Vielzahl von Beschichtungen z.B. mit Gold229,230, 
Graphit231,232 oder Polymeren233,234 bekannt, die auch in der Sheathless235CE-MS-Kopplung 
Verwendung finden. Dieses Interface weist im Vergleich zur Sheathflow236 Variante, bei 
vergleichbaren Nachweisempfindlichkeiten, eine geringere Signalstabilität auf237. Sehr 
vielversprechend ist der Einsatz von Polyanilin (PANI)238,239. Dieses leitfähige Polymer soll als 
grüner, transparenter Film gut auf Glas haften und beständig gegen elektrische Entladungen sein. 
 
Liquid Junction/Make-Up Flow 
Neben der leitfähigen Beschichtung ist dies der am weitesten verbreitete Ansatz. Die elektrische 
Kontaktierung des Emitters erfolgt über mit Elektrolyt gefüllte Reservoirs und verbundene 
Mikrokanäle174,182,186,189,192,193,198. Vorteilhaft ist die Unabhängigkeit gegenüber mechanischen oder 
elektrischen Abrieb, nachteilig sind resultierendes Totvolumen und Probenverdünnung an der 
Schnittstelle zwischen Trennkanal und Emitter. Eine interessante Modifikation des Liquid Junction 
Ansatzes stellt die von Kelly et al.240 vorgestellte „Liquid Electrode” dar. Hierbei erfolgt die für den 
Elektrosprayprozess notwendige elektrische Kontaktierung aus einem Hilfskanal über den 
Taylor-Konus auf den Probenkanal. Das Elektrospray dieses Emitterchips zeichnet sich durch 
hohe Signalstabilität in einen weiten Bereich applizierbarer Flussraten (50-1000nl/min) bei 
Sprühpotentialen bis 1,2kV aus und entspricht somit einem hohen Grad an Flexibilität für die 
Kopplung von Kapillarelektrophorese und Massenspektrometrie.  
 
Membranen 
Eine andere Möglichkeit zur Kontaktierung des Emitters ist die Verwendung semipermeabler 
Dialysemembranen241,242. Lazar et al.243 implementierten eine elektrisch durchlässige Glasmembran 
in den photolithographischen Herstellungsprozess, über die die Elektrosprayspannung angelegt 
wird. In der Praxis konnte sich bisher keine dieser Kontaktierungen durchsetzen.  
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3 Experimenteller Teil 
 
Im Mittelpunkt des experimentellen Teils stehen Geräte und Arbeitsschritte der Emitterfertigung. 
Die genaue Beschreibung ermöglicht die hohe Reproduzierbarkeit der Spitzengeometrie nach 
dem Herstellungsprozess. Daneben werden in diesem Kapitel der Arbeitsplatz zur Durchführung 
der Experimente vorgestellt sowie alle verwendeten Chemikalien und Geräte aufgeführt. 
 
3.1 Emitterfertigung  
 
Abb. 17 beinhaltet die Arbeitsschritte zur Emitterfertigung im Fließschema. Alle benötigten 
Geräte wurden in den feinmechanischen Werkstätten am Max-Planck-Institut für 
Kohlenforschung in Mülheim a. d. Ruhr und an der Fakultät Chemie und Pharmazie der 
Universität Regensburg konstruiert und hergestellt.  
Ausgangspunkt im Herstellungsprozess sind kommerziell erhältliche Elektrophorese-Mikrochips  
(Micronit/Niederlande). Nach dem CNC-Fräsen stehen am Kanalausgang Mikrozapfen mit 
einem Durchmesser von d=0,3 mm zur Verfügung. Um die zentrische Position des Trennkanals 
im Mikrozapfen sicherzustellen, erfolgt das Ausrichten des Fräskopfes kameraunterstützt. Der 
Mikrozapfen wird mittels Platin-Heizwendel zu einer Emitterspitze ausgezogen und deren 
Mikrofluidikkanal durch Ätzen mit Flusssäure reproduzierbar geöffnet.  
 
 
Abb. 17 Fließschema zur Emitterfertigung - A) kommerziell erhältlicher Mikrochip B) CNC gefräster Mikrozapfen 
(d=0,3mm)  C) Spitze mit verödetem Mikrokanal D) geätzte Emitterspitze mit reduzierter Wandstärke  
 
B) 
C) 
D) 
A) 
CNC - Fräsen 
Spitze ziehen 
HF-Ätzen 
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3.1.1 Fräsen 
 
Erster und aufwendigster Schritt im Herstellungsprozess des Emitterchips ist das CNC-Fräsen 
(Computerized Numerical Control) des Mikrozapfens. Das Verfahren wurde in der Feinmechanik am 
MPI für Kohlenforschung in Mülheim a. d. Ruhr entwickelt und konnte ohne Probleme auf die 
anderen Werkstätten an den Universitäten Regensburg und Leipzig übertragen werden.  
Mit einem Fräskopf von d=1 mm werden mit U= 10.000/min am Kanalausgang des Chips 
Mikrozapfen mit einem Durchmesser von d= 0,3 mm hergestellt. Die Grobausrichtung  der 
Chips (Abb. 18A) erfolgt in einer Messinghaltevorrichtung mittels Mikrometerschrauben unter 
einem Binokluar (Olympus SZ51). Um die zentrische Positionierung des Mikrofluidikkanals im 
Mikrozapfen sicherzustellen, wurde zusätzlich die kameraunterstützte Feinausrichtung in den 
Herstellungsprozess implementiert. Die Verwendung der Mikrokamera WAT-704R 
(Wartec/Japan) ermöglicht das exakte Ausrichten des Fräskopfes auf den Chipkanal. Abb. 18B 
zeigt die mechanische Halterung in deren Messinghülse die Kamera einschließlich eines speziellen 
Teleobjektivs von 24 mm Brennweite (Proxeon-Odense/Dänemark) integriert wurde. Die damit 
erzielte Vergrößerung ist ausreichend um auf einem 20"-Monitor (Kucera-
Walldürn/Deutschland) das Kanalprofil sichtbar zu machen. Nach der Ausrichteprozedur wird 
der 15minütige Fräsprozess an einer programmierbaren CNC-Maschine gestartet.   
 
 
Abb. 18 CNC-Fräsen des Mikrozapfens - A) Grobausrichtung des Mikrochips in Haltevorrichtung mit Binokular  
B) Mikrokamera und Haltevorrichtung C) CNC-Fräskopf und Mikrochip 
Spitze ziehen 
A) 
B) 
C) 
CNC-Fräsen 
Grob- und  
Feinausrichtung 
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3.1.2 Ziehapparatur 
 
Nach dem CNC-Fräsen wird der Mikrozapfen zu einer Spitze ausgezogen. In Anlehnung an 
kommerzielle Geräte aus der CE wurde zu diesem Zweck am MPI für Kohlenforschung in 
Mülheim a. d. Ruhr eine Ziehapparatur speziell für Mikrochips konstruiert. Zentraler Bestandteil 
ist eine Platin-Heizwendel, die in alle 3 Raumrichtungen mikrometergenau positioniert werden 
kann. Ein Gleichrichter (TDK Lambda) bringt die Heizwendel bei 70A Stromstärke zum 
Glühen. Dadurch wird am Mikrozapfen ein exakt positionierbarer Glasstick angeschmolzen. 
  
 
Abb. 19 Ziehapparatur mit Binokular A) und in Detailansicht B) mit (1) Chipaufnahmevorrichtung (2) 
Platinheizwendel verstellbar in x,y,z-Richtung und (3) Glasstickhalterung verstellbar in x,y,z-Richtung 
 
Wie aus der videomikroskopischen Dokumentation des Ziehprozesses hervorgeht, erfolgt das 
Ausziehen der Spitze in 3 Schritten. Zuerst wird der Glasstick passgenau unter dem Mikrozapfen 
positioniert und durch Glühen der Heizwendel angeschmolzen (Abb. 20A-D). Danach wird die 
Platin-Heizwendel 1-2 mm in z-Richtung verschoben (Abb. 20E). Durch erneutes Glühen der 
Heizwendel und dem Eigengewicht der Glasstick-Haltevorrichtung wird der Mikrozapfen zur 
Spitze ausgezogen (Abb. 20F-H). Erfahrungsgemäß können aus einem Mikrozapfen 2-4 Spitzen 
ausgezogen werden, wobei der Ziehprozess selbst hohes handwerkliches Geschick voraussetzt. 
 
 
Abb. 20  videomikroskopische Dokumentation des Ziehprozess zur Herstellung monolithischer Emitterspitzen  
A-D) Anschmelzen des Glassticks, E) Verschieben der Pt-Heizwendel in z-Richtung, F-H) Ausziehen der Spitze  
A) 
H) 
B) C) D) 
E) F) G) 
A) B
) 
2 
1 
3 
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3.1.3 Ätzstation 
 
Die Verfahrensschritte CNC-Fräsen und Spitze ziehen konnten bereits in der Feinmechanik am 
MPI für Kohlenforschung in Mülheim a. d. Ruhr etabliert werden. Um reproduzierbare 
Emittergeometrien zu ermöglichen, wurde in Analogie zur Apparatur von Turner244, während der 
Diplomarbeit von M.Eschner245 zusätzlich das Ätzen mit Flusssäure (SiO2 + 4 HF <=> SiF4 + 2 
H2O) in den Herstellungsprozess implementiert. Ermöglicht wurde dies durch intensive 
Zusammenarbeit mit der Feinmechanik an der Fakultät Chemie und Pharmazie an der 
Universität Regensburg. 
 
 
Abb. 21 Ätzstation mit Binokular A) und in Detailansicht B) mit 1) Chiphalterung und 2) Behälter mit Flusssäure 
 
Abb. 21 zeigt die auf einer Hebebühne montierte Ätzstation. Sie besteht aus einer mittels 
Mikrometerschrauben in x,y,z-Richtung verstellbaren Chiphalterung inklusive N2-Anschluss. Zur 
Prozesskontrolle dient das Olympus-Binokular SZ51 mit Vorsatzlinse (80fache-Vergrößerung). 
Der in Abb. 22 dargestellte 20minütige Ätzvorgang findet in einem HF resistenten Behälter aus 
Polymethylpenten (PMP) statt, der passgenau in die weiße Teflonsicherheitswanne eingebetet ist. 
Das Entweichen von HF Dämpfen wird durch Überschichtung mit Parafinöl verhindert. Der 
angelegte N2-Strom zeigt durch Blasenbildung das Ende der Prozedur an und verhindert zudem 
das Aufätzen im Kanalinneren. 
 
Abb. 22 Prozesskontrolle des Ätzvorganges mit Flusssäure zur Herstellung monolithischer Emitterspitzen 
Start 5min 15min 20min 
2 
1 
N2-Strom 
A) B) 
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3.2 Arbeitsplatz 
 
Zur Durchführung der MCE-MS-Experimente konnte neben den wertvollen Erfahrungen auch 
auf Geräte und Bauteile bereits bestehender Systeme zurückgegriffen werden. Zum Befüllen der 
Mikrochips wurde die Vakuumpumpe RZ 2.5 (Vacuubrand/Deutschland) eingesetzt. Neben der 
Kontrolle der Mikrokanäle auf Blasenfreiheit vor Messungen, dient das Lichtmikroskop Olympus 
IX71 (Hamburg/Deutschland) zusammen mit dem Panasonic-Camcorder NV-GS400 der 
Qualitätskontrolle und Dokumentation während der Emitterfertigung. Elektrische Spannungen 
werden mittels 4-Kanal-Hochspannungsquelle HCN35-35000 (FUG / Rosenheim, Deutschland) 
erzeugt und über Elektrodenplatten an den Zugangsöffnungen der Mikrochips angelegt.  
 
3.2.1  MS-Interfaces 
 
Zusammen mit der Entwicklung eines Fertigungsprozesses für die Herstellung monolithisch 
integrierter Emitterspitzen in Glaschips stellen die Eigenbau-Interfaces zur Kopplung von 
Mikrochipelektrophorese  und Kapillarelektrophorese mit der Massenspektrometrie (CE/MCE-
MS) die wesentlichen technischen Neuerungen dieser Arbeit dar. Beide MS-Interfaces sind in 
Abb. 23 dargestellt. Zur exakten Positionierung des Emitters vor dem MS-Eingang haben sie 
x,y,z-Bühnen gemeinsam. Wesentlicher Unterschied ist die räumliche Anordnung der Emitter. 
Um übermäßigen Eintrag an Lösemittel in die Massenspektrometer zu vermeiden, wird beim CE- 
 
  
Abb. 23A Chip/MCE-MS-Interface  Abb. 23B CE-MS-Interface mit Agilent Sprayer 
Chip 
Kamera 2 
MS-Eingang 
Befestigungsrahmen 
Plexiglas- 
Halterung 
x, y, z –
Bühne 
Sprayer 
MS-Eingang 
Kamera 2 
Kamera 1 
x, y, z –
Bühne 
         Rahmen 
Kamera 1
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MS-Interface das Elektrospray im rechten Winkel und in einem Abstand von 2-3 mm zum MS-
Eingang appliziert. Dagegen ist beim Chip/MCE-MS Interface aufgrund geringster Flussraten die 
Positionierung des Emitters nur direkt vor dem MS-Eingang möglich. 
 
3.2.2  Massenspektrometer 
 
Im Rahmen dieser Arbeit standen zwei MS-Systeme zur Verfügung. Während beim Leco ToF-
MS (Abb. 24B) die Anzahl der Messungen unabhängig vom Massenbereich stufenweise bis auf 
100 Hz erhöht werden kann, ergibt sie sich beim Shimadzu Quadrupol-MS (Abb. 24A) als 
Scanrate aus dem Scan Speed (Scankapazität) und dem gewählten Massenbereich. Erfolgt die 
Detektion beispielsweise mit 6000 u/s zwischen 10-600 m/z ergibt sich eine Scan Rate von 10 
Hz. Wird der Massenbereich auf 10-1200 m/z verdoppelt, halbiert sich die Scan Rate auf 5 Hz. 
Folgerichtig muss zur Analyse schnellerer Trennungen mit dem Quadrupol-MS bei hohen 
Scanraten der Massenbereich begrenzt werden. Tab. 4 fasst die Standardeinstellungen zusammen. 
 
  
Abb. 24A Shimadzu Single-Quadrupol-MS Abb. 24B Leco ToF-MS 
 
Tab. 4 Standardeinstellungen der verwendeten Massenspektrometer 
 
Parameter Shimadzu Quadrupol-MS Leco ToF-MS 
Acquisition Type Scan/Selected Ion Monitoring (SIM) Vollspektren 
Massenbereich: 10 - 2000 m/z 1-6000 m/z 
Scan Speed 4000-6000 u/s 
Scan Rate/Messungen (siehe Text) 
 
bis 100 Hz 
Detector Voltage 1,5 kV 2,4 kV 
Heat Block / CDL Temp. 200 / 250 °C Interface Temp. 80 °C 
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3.3 Chemikalien und Geräte 
 
Alle in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien sind zur besseren Übersicht in Tab. 5  
zusammengefasst. 
 
Tab. 5 Verwendete Chemikalien, deren Qualität und Lieferanten 
Name  Qualität/Konzentration Lieferant 
Methanol für LC-MS (99,9%) Fluka 
Acetonitril für HPLC ( 99,9%) Sigma-Aldrich 
Ameisensäure 85% reinst Merck 
Essigsäure 96% zur Analyse Merck 
Ammoniumformiat ≥ 99% Fluka 
Ammoniumacetat zur Analyse Merck 
Kaliumhydrogenphosphat zur Analyse Merck 
2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure (MES) ≥ 99% Sigma-Aldrich 
Ephedrin  98% Sigma-Aldrich 
Leucin-Enkephalin  ≥ 96% Fluka 
Ubiquitin (from bovine red blood cells) ≥ 98% Fluka 
Angiotensin I zur Analyse Sigma-Aldrich 
Gramicidin (from Bacillus brevis) Gramicidin A, B, C, D Fluka 
Somatostatin 99% Sigma-Aldrich 
Neurotensin 93% Sigma-Aldrich 
Physalaemin 98% Sigma-Aldrich 
Substanz P Acetat ≥ 95% Sigma-Aldrich 
Bradykinin Acetat ≥ 98% Sigma-Aldrich 
Eledoisin 99% Sigma-Aldrich 
Gramin 99% Sigma-Aldrich 
Yohimbin Hydrochlorid 99% Sigma-Aldrich 
Primaquin Diphosphat 98% Sigma-Aldrich 
Ciprofloxacin 98% Fluka 
Sparfloxacin 98% Fluka 
Reserpin zur Analyse Sigma-Aldrich 
Spermin 99% Fluka 
Spermidin 99% Fluka 
Arginin ≥98.5% Sigma-Aldrich 
Nicotinsäure zur Analyse Merck 
Nicotinamid für biochemische Zwecke (99,5%) Merck 
Amilorid Hydrochlorid 98% Sigma-Aldrich 
Bendroflumethazid zur Analyse Sigma-Aldrich 
Bumetanid 98% Sigma-Aldrich 
Polyanilin (PANI) 0,5/2-3 wt. % in Xylol Sigma-Aldrich 
Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) 2 % in H2O Fluka 
D-(+)-Maltose Monohydrate ≥ 99% Fluka 
Rinderserumalbumin (BSA) zur Analyse (von M.Link - Universität Regensburg) 
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3.3.1 Geräte 
 
Zur Optimierung der Trennstufenzahl und Auflösung wurden zwei kommerzielle Geräte 
eingesetzt. Messungen in der Kapillarelektrophorese erfolgten mit dem CE-System P/ACE 
MDQ (Abb. 25) und Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid als 
Testgemisch in den Konzentrationen 80/26/21,9/37 µg/mL. Die Kapillare mit einem 
Innendurchmesser i. d. = 75 µm hatte eine Länge von 60 cm, was bei 20 kV angelegter Spannung 
einer Feldstärke von E= 333 V/cm entspricht und wurde bei 20 °C konstant temperiert. Die 
UV-Detektion erfolgte nach 50 cm Kapillarlänge bei 200 nm. Die Probe wurde hydrodynamisch 
während 6 s Vakuum (0,0345 bar) injiziert. Alle Daten wurden mittels systemeigener Software 32 
Karat 7.0 ausgewertet. Um konstante Oberflächeneigenschaften zu gewährleisten, wurde die 
Quarzkapillare konditioniert. Vor einer Messreihe: 5 min H2O dest. / 15 min 0,1 M NaOH  und 
dazwischen: 2 min H2O dest. / 5 min 0,1 M NaOH / 2 min H2O dest. / 5 min Elektrolyt. 
 
 
Mit Hilfe des Agilent Sprayers (Abb. 26) konnten außerdem Referenzmessungen von 100 µg/mL 
Spermin, Arginin und Nicotinamid in der Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie (CE-MS) 
durchgeführt werden. Die Kapillarlänge betrug 50 cm (i. d. = 50 µm) was bei Spannungen 
zwischen 20-35 kV Feldstärken von E=400-700 V/cm entspricht. Die elektrokinetische 
Probeninjektion mit 20 kV dauerte standardmäßig 5 s. Zu Initiierung und Unterstützung des 
Elektrosprays bei 4 kV wurde als Sheath-Liquid 0,1 Vol% Ameisensäure in 60 Vol% 2-Propanol mit 
2µL/min und N2 als Zerstäubergas appliziert. Die Konditionierung in der CE-MS erfolgte manuell 
mit 5 min 0,1 M NaOH / 1 min H2O dest. / 5 min Elektrolyt  und optional: 5 min 0,01 Vol% 
HPMC / 1 min H2O dest. / 5 min Elektrolyt als Spülschritte. 
  
Abb. 25 CE-System P/ACE MDQ  
(Beckman Coulter - Krefeld/Deutschland) 
Abb. 26 CE-MS Sprayer  
(Agilent - Waldbronn/Deutschland) 
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3.3.2  Herstellung der Lösungen  
 
Alle Analyten wurden in abs. Methanol gelöst und als Stammlösung für die weitere Verwendung 
bereitgestellt. Salze und Carbonsäuren wurden zur Herstellung der Elektrolytlösungen in 
Reinstwasser gelöst und entsprechend verdünnt. Mittels Vortexer wurden alle Lösungen vor 
Gebrauch homogenisiert. Verstopfungen der Mikrofluidikkanäle durch Schmutzpartikel aus 
Umgebungsluft und Lösungen stellen die Hauptursache für Ausfälle der Nanoelectrospray-
Nadeln und Emitterchips dar. Um das Risiko zu verringern, wurden alle Analysenlösungen vor 
ihrer Verwendung für drei Minuten zentrifugiert und nur der Überstand verwendet. 
 
3.3.3  Konditionierung der Mikrochips 
 
Zur Sicherstellung konstanter Oberflächeneigenschaften der Mikrofluidikkanäle wurden alle 
Glas-Mikrochips (Micronit Microfluidics BV/Enschede, Niederlande) vor ihrem Einsatz einem 
einheitlichen Konditionierungsprotokoll unterzogen. Zuerst wurde mit einer 1:1-Mischung aus 
konz. H2SO4 und 30%-igem H2O2 (Piranha-Lösung) geätzt, anschließend ausgiebig mit H2O 
gespült und 0,1 M Natronlauge angesaugt. Nach einem erneutem Waschschritt mit H2O wurden 
die Mirkochipkanäle mit Elektrolyt gespült, befüllt und vor ihrem Einsatz mittels Lichtmikroskop 
auf Blasenfreiheit überprüft. 
 
3.3.4  Elektrische Kontaktierung  
 
Die Gold-Beschichtung des Emitterchips durch Kathodenzerstäubung (sputtering) wurde in der 
Elektronenmikroskopie am Institut für Anorganische Chemie / Universität Regensburg am 
Lehrstuhl von Prof. Dr. A. Pfitzner durchgeführt. Bei Verwendung von PANI als leitfähiger 
Beschichtung konnte auf Ergebnisse der Diplomarbeit von M.Eschner zurückgegriffen werden. 
Das Beschichten mit PANI erfolgte nach Reinigung der Chipoberfläche (MeOH) durch direktes 
Aufsprühen des leitfähigen Polymers mittels Sprühpistole (Conrad Electronics). Nach 
Einspannen in der PMMA-Halterung der HF-Ätzapparatur verhindert der angelegte N2-Strom 
das Verkleben des Mikrokanals in der Chip-Spitze. Das als 0,5 oder 2-3%-ige Dispersion in Xylol 
vorliegende PANI wurde unverdünnt oder mit MeOH verdünnt (1:5) innerhalb kurzer 
Sprühstöße appliziert. Als alternative Methode zum Aufsprühen wurde außerdem das Eintauchen 
des Emitterchips in PANI-Lösung durchgeführt. 
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4 Ergebnisse und Diskussion 
 
Im Blickpunkt steht die Einführung monolithisch integrierter Emitter an mikrofluidischen 
Glaschips für die massenspektrometrische Detektion (Abb. 27).  
Am Anfang dieses Kapitels wird auf die Herausforderungen während des Herstellungsprozesses 
eingegangen. Im zweiten Teil zur Charakterisierung von Nanoelektrospray wird neben der 
Untersuchung zur MS-Kompatibilität verschiedener Elektrolyte die Sprayperformance klassischer 
Nanospray-Nadeln und Emitterchips in Abhängigkeit vom Emitterdurchmesser verglichen. 
Außerdem wird die neu entwickelte Chip-MS-Technik zur massenspektrometrischen Detektion 
einiger Testsubstanzen eingesetzt.  
Im Mittelpunkt dieser Arbeit steht die Verwendung des neuen Emitters zur totvolumenfreien 
Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie (MCE-MS). Nach 
Beschreibung der verwendeten Testgemische und der Optimierung der Trennbedingungen mit 
Hilfe klassischer Kapillarelektrophorese und der Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie 
(CE/CE-MS) stehen die Ergebnisse aus der MCE-MS zur Diskussion. Für die elektrische 
Kontaktierung des Emitters kann auf das Serielle Layout und die Verbindung des Trennkanals 
über Mikrokanäle (Make-Up Flow) zurückgegriffen werden. Außerdem wird der Einfluss beider 
Konfigurationen auf den Injektionsprozess untersucht. Zum Abschluss dieses Kapitels werden 
einige Anwendungen vorgestellt. Neben dem Einsatz zur Online-Analyse eines tryptischen 
Proteinverdaues bilden ultraschnelle MCE-MS Analysen dabei den Schwerpunkt.  
 
 
 
Abb. 27 Elektrophorese-Chip mit monolithisch integriertem nanoES-Emitter (Innendurchmesser i.d. = 3 µm)  
 
20 µm 
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4.1 Herstellung des monolithisch integrierten Emitters 
 
Während in Kapitel 3.1 die Verfahrenschritte CNC-Fräsen, Spitze ziehen und Ätzen mit 
Flusssäure sowie die daran beteiligten Geräte im Mittelpunkt stehen, sollen an dieser Stelle die 
daraus erzielten Ergebnisse zur Herstellung des monolithischen nanoES Emitters diskutiert 
werden. Nach dem CNC-Fräsen steht der Mikrozapfen mit d=0,3mm zur Verfügung. Er ist in 
Abb. 28A-C im Vergleich zu einem Streichholz, in der elektronenmikroskopischen Frontansicht 
und in der lichtmikroskopischen Seitenansicht dargestellt. Die exakte zentrische Positionierung 
des mikrofluidischen Kanals im Mikrozapfen ist dabei gut zu erkennen. Zur Reduzierung des 
Kanaldurchmessers wird der Mikrozapfen mit Hilfe einer Pt-Heizwendel und einem Glasstick zu 
einer Spitze ausgezogen. Die lichtmikroskopische Abbildung 28D zeigt sehr schön den verödeten 
Mikrofluidikkanal. Um den Strömungswiderstand im Mikrofluidikkanal zu begrenzen, sind 
geringe Verödungslängen vorteilhaft. Optimale Ergebnisse konnten mit einem Ziehweg von 3 
mm erzielt werden. Bei genauerer Beobachtung stellt man fest, dass der Quotient von äußerem 
Emitterdurchmesser und Kanaldurchmesser an jeder Stelle der ausgezogenen Spitze konstant ist.  
  
 
 
Abb. 28 CNC-gefräster Mikrozapfen A) im Vergleich zu einem Streichholz (10fache-) B) in 
elektronenmikroskopischer Frontansicht (213fache-) C) in lichtmikroskopischer Seitenansicht D) Spitze mit 
verödetem Mikrofluidikkanal (je 200fache-Vergrößerung) 
A) B) 
D) C) 
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4.1.1 Vermeidung von Totvolumen 
 
Im Folgenden wird die Notwendigkeit des Ätzens mit Flusssäure zur Generierung eines 
totvolumenfreien Emitters erläutert. Dieser Verfahrensschritt wurde während der Diplomarbeit 
von M.Eschner245 an der Universität Regensburg in den Herstellungsprozess integriert. Für den 
Einsatz in der MCE-MS-Kopplung muss der verödete Mikrofluidikkanal nach dem Ausziehen 
der Spitze wieder geöffnet werden. Analog zu Experimenten143,150 mit nanoES Nadeln kann die 
gezogene Spitze mit einem geeigneten Gegenstand, z. B. einer Nähnadel, abgebrochen werden. 
Durch diesen nicht reproduzierbaren Schritt ergibt sich neben der Bruchkante (Abb. 29A-1) eine 
Emitterfläche die ungefähr dem 20fachen des Kanalquerschnittes entspricht und Totvolumen 
darstellt (Abb. 29A-2). Die Hydrophilie der Glasoberfläche wirkt sich zusätzlich negativ aus, da 
sich der im wässrigen Elektrolyt gelöste Analyt gut auf der Emitterfläche verteilen kann. Der 
abgebrochene Emitter entspricht damit eher dem klassischen Ansatz „Sprühen von Kante“. Eine 
signifikante Verbesserung stellt dagegen das HF-Ätzen dar. Das Abtragen von Glassubstrat 
durch die Flusssäure führt zu einem konisch zulaufenden Emitter (Abb. 29B-1) der sich durch 
eine extrem geringe Wandstärke auszeichnet (Abb. 29B-2). Die Emitterfläche wird fast 
vollständig reduziert und das Totvolumen praktisch vermieden. 
 
 
Abb. 29 Elektronenmikroskopische Aufnahmen der abgebrochenen A) und geätzten Spitze B) in Seitenansicht 1) 
und Frontansicht 2) 
 
10 µm 
A-2) 
10 µm 
B-2) 
A-1) B-1) 
200 µm 
200 µm 
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4.1.2 Leitfähige Beschichtungen  
 
Für die Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie (MCE-MS) ist die 
direkte elektrische Kontaktierung des Emitters eine besondere Herausforderung (S. 38 - 2.3.4). 
Gelingt diese, ist es möglich die Elektrosprayspannung der MS-Detektion und die Feldstärke der 
elektrophoretischen Trennung unabhängig voneinander zu definieren. Neben Gold-
Beschichtungen wurde Polyanilin (PANI) als leitfähige Beschichtung für monolithisch integrierte  
Glasemitter eingeführt. Zwar konnte die prinzipielle Verwendbarkeit durch Chip-MS 
Experimente nachgewiesen werden, für die praxistaugliche MCE-MS Kopplung scheint  dieses 
Polymer jedoch ungeeignet. Ursache dafür ist der schon nach wenigen Experimenten sichtbare 
Abrieb (Abb. 30) aufgrund der hohen lokalen Feldstärke an der Emitterspitze. Außerdem 
verstärkt das wiederholte Befüllen der Mikrochips durch Eintauchen der Emitterspitze die 
Abriebtendenz. Wie Chip-MS Messungen zeigten, verursacht die unterbrochene Beschichtung 
Signalinstabilitäten des Totalionenstromes bis hin zum kompletten Signalabbruch.  
 
 
Abb. 30 Lichtmikroskopische Abbildung (200x) des nanoES Emitters mit leitfähiger Polyanilinbeschichtung A) und 
nach 3 MS-Messungen mit erneutem Befüllen des Mikrochips bei 1,5kV angelegten Elektrospraypotential B) 
 
Im Rahmen ihrer Masterarbeit an der Universität Leipzig untersuchte S.Fritzsche246 weitere aus 
der Literatur bekannte Beschichtungssubstanzen auf ihre Eignung in der Sheathless CE-MS-
Kopplung. Im Mittelpunkt standen Kathodenzerstäubung (Sputtering) mit Gold, Abscheidung von 
Gold auf  silanisierter Glasoberfläche247,248, die Goldbeschichtung mittels „fairy dust“-Technik249, 
die Tollens-Reaktion und die Beschichtung mit Silberleitlack250. Letzteres Verfahren lieferte in der 
Sheathless CE-MS zufriedenstellende Ergebnisse, konnte jedoch aufgrund unzureichender 
Haftung auf der Emitteroberfläche bisher noch nicht auf die MCE-MS übertragen werden. 
Deshalb wurden in dieser Arbeit der Serielle- und der Make-Up Flow Ansatz als elektrische 
Kontaktierung für die MCE-MS-Kopplung favorisiert. Beide Methoden konnten erfolgreich 
eingesetzt werden. 
A) B) 
Abrieb 
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4.2 Charakterisierung von Nanoelektrospray 
 
In der theoretischen Darstellung der Nanoelektrospray-Massenspektrometrie (nanoES-MS) 
wurde bereits ausführlich auf die Bedeutung des Emitterdurchmessers eingegangen. Die 
experimentelle Analyse der Korrelation zwischen Emittergeometrie und Sprayperformance ist 
Teil dieses Kapitels. Demgegenüber steht die Untersuchung des Einflusses der verwendeten 
Elektrolyten auf die MS-Detektierbarkeit der Analyten (Ionensuppression). Zur Charakterisierung 
von Nanoelektrospray wurde als Testsubstanz das Alkaloid Ephedrin (Abb. 31) ausgewählt.  
 
 
 
Abb. 31 Struktur und MS-Referenzspektrum von Ephedrin als Testsubstanz zur Charakterisierung von nanoES-MS 
 
4.2.1 MS-Kompatibilität von Elektrolyten 
 
Die flüchtigen Elektrolyte Ammoniumformiat, Ammoniumacetat, Ameisensäure und Essigsäure 
sind in der massenspektrometrischen Detektion weit verbreitet. Deshalb stehen diese Substanzen 
am Anfang der Messungen zur MS-Kompatibilität mit Nanospray-Nadeln (Spitzendurchmesser 
d= 10-15 µm, U= 0,8-1 kV). Etablierte kapillarelektrophoretische Trennpuffer beinhalten häufig 
nicht flüchtige 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure (MES) oder Phosphate. Ihre Verwendung 
liefert geringe Peakbreiten der Analyten und führt dadurch zu hohen Trenneffizienzen und 
Auflösungen. Deshalb wurden auch diese Verbindungen auf ihre MS-Kompatibilität hin 
untersucht. Die Experimente wurden beginnend mit der Referenz in MeOH/H2O 1:1 (v/v) 
(ohne Elektrolyten) mit steigender Elektrolytkonzentration durchgeführt, wobei sich der Zusatz 
von Methanol als organischem Modifier (Verringerung der Oberflächenspannung) positiv auf die 
Ausbildung und Stabilität des Elektrosprays auswirkt. Um Kreuzkontaminationen zu vermeiden, 
wurde je Elektrolyt-Messreihe eine neue Nanospray-Nadel verwendet. MS-Spektren von 
Ephedrin in Abb. 32 stellen die Detektierbarkeit in Abhängigkeit vom Elektrolyt gegenüber. 
165.81 
200 400 600 800 
m/z 
1000 
1µg/ml (6,1 µmol/L) Ephedrin 
MeOH/H2O 1:1 (v/v) 
U=1kV mit nanoES-Nadel 
CH3
OH H
NH
CH3
Ephedrin 
165.24 
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Abb. 32 Einfluss verschiedener Elektrolyte auf die Detektierbarkeit von  Ephedrin [M+H]+ = 165,81  
(Nanoelektrospray-Massenspektrometrie mit Proxeon-Nadeln, U=0,7-1,1kV) 
B) 10mM NH4Ac/
MeOH 1:1 (v/v) 
A) 10mM NH4HCOO/
MeOH 1:1 (v/v) 
C) HCOOH/H2O/MeOH 
1:49:50 (v/v/v) 
 
D) HAc/H2O/MeOH 
1:49:50 (v/v/v) 
 
E) 10mM Phosphat/
MeOH 1:1 (v/v) 
F) 10mM MES/ 
MeOH 1:1 (v/v) 
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Phosphate und MES sind als Elektrolyten für die MS-Detektion untauglich, da sie im Spektrum 
eine starke Clusterbildung (Abb. 32E - 136 m/z für KH2PO4) oder extreme Störsignale (Abb. 
32F) verursachen und somit mit Analytsignalen überlappen können. Dies gilt auch für rein 
wässrige Phosphat-Elektrolyte und MES/MeOH bei geringeren Konzentrationen (ab 1mM - MS-
Daten nicht aufgeführt). Im Gegensatz dazu weisen Ammoniumformiat/NH4HCOO (Abb. 
32A), Ammoniumacetat/NH4Ac (Abb. 32B), Ameisensäure/HCOOH (Abb. 32C) und 
Essigsäure/HAc (Abb. 32D) gute MS-Kompatibilitäten auf und sind deshalb für die CE/MCE-
MS Kopplung geeignet. Zur genaueren Beurteilung des Elektrolyteinflusses auf die MS-
Detektierbarkeit von 1µg/mL Ephedrin sind in Abhängigkeit von den verwendeten 
Konzentrationen in Tab. die Signal-Rausch-Verhältnisse (S/N) zusammengefasst. Aus 
„massenspektrometrischer Sicht“ werden für NH4HCOO/NH4Ac Ionenkonzentrationen 
zwischen 1-10 mM und für HCOOH/HAc Volumenkonzentrationen zwischen 0,1-1% 
vorgeschlagen, da in diesem Bereich maximale S/N-Verhältnisse ermittelt wurden. Von höheren 
Ionenkonzentrationen sollte aufgrund der Ionensuppression des Elektrolyten abgesehen werden, 
da sich die S/N-Verhältnisse zu stark verschlechtern. 
 
Tab. 6 Signal-Rausch-Verhältnisse für 1µg/mL Ephedrin in Abhängigkeit von der Elektrolytkonzentration 
Salze Säuren 
c [mM] NH4HCOO/ 
50%MeOH 
NH4Ac/ 
50%MeOH 
Vol% HCOOH/ 
50%MeOH 
HAc/ 
50%MeOH 
1 147 111 0,1 57 67 
10 51 116 1 30 83 
100 7 17 10 25 28 
 
Generell gilt für die MS-Detektion, das alle im Elektrolyten gelösten Bestandteile (flüchtige und 
nicht flüchtige) die Ionisierungseffizienz der Analyten verringern (Ionensuppression)251. Je mehr 
Ionen in der Lösung vorliegen, desto unwahrscheinlicher ist die Ionisation eines Analytmoleküls 
(Freisetzung als Gasphasenion aus flüssiger Phase). Auf der anderen Seite sind Elektrolyte für die  
Elektrophorese unerlässlich und beeinflussen über ihre Acidität den pH-Wert in der Lösung und 
damit den Ladungszustand der Analyten. Wie demonstriert, sollte deshalb vor der Kopplung von 
Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie (MCE-MS) mittels Nanoelektrospray-
Massenspektrometrie (nanoES-MS) die MS-Kompatibilität der verwendeten Elektrolyten und ihr 
Einfluss auf die Detektierbarkeit der Analyten (Bestimmung der S/N-Verhältnisse) untersucht 
werden. Außerdem ist die vorherige Trennungsoptimierung in der Kapillarelektrophorese (CE) 
sehr wertvoll. Aus nanoES-Experimenten und CE-Trennungen lassen sich optimale 
Elektrolytzusammensetzungen ableiten und auf die MCE-MS-Kopplung übertragen.  
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4.2.2 Sprayperformance des monolithisch integrierten Emitters 
 
Aus der wissenschaftlichen Beschreibung des Nanoelektrosprays nach Wilm und Mann (S. 26-28) 
ist die zentrale Bedeutung des Emitteradius auf den Sprayprozess (Durchbruchspannung und 
Flussrate) deutlich geworden. Zur Berechnung der elektrischen Feldstärke an der Kapillarspitze 
kann nach Pfeifer und Hendricks144 folgende Gleichung herangezogen werden. 
 
Gl. 7 
( )cc
c
c rdr
VE
/4ln
2
⋅=  
Vc = Potentialdifferenz Spitze/Gegenelektrode  
rc = Außenradius der Spitze 
d = Abstand der Kapillare/Gegenelektrode  
 
 
Demnach hat der Emitterradius rc  gegenüber dem Abstand Spitze/Gegenelektrode den größeren 
Einfluss auf die elektrische Feldstärke. Die notwenige Potentialdifferenz zur Initiierung eines 
stabilen Elektrosprayprozesses kann über Gleichsetzen mit dem Schwellwert des Taylor-Konus 
(Gl. 4 - S. 23) aus Emitterradius, Abstand Kapillare-Gegenelektrode und Oberflächenspannung 
der Lösung ermittelt werden. Aufgrund dieses Zusammenhanges wird ersichtlich, warum bei 
veränderten Emitterdurchmessern die angelegte Spannung angepasst werden muss. Neben dem 
theoretischen Verständnis ist die Untersuchung der Sprayperfomance (Signalintensität, 
Signalstabilität und Signal/Rausch-Verhältnis) in Abhängigkeit vom gewählten Emitterradius 
zentrales Anliegen dieser Arbeit252. Zu diesem Zweck wurden vergleichende Nanoelektrospray 
Experimente zwischen monolithischen Emitterchips und kommerziellen Nanospray-Nadeln 
(Proxeon) durchgeführt. Abb. 33 zeigt beide Emitter-Typen für die MS-Detektion. 
 
Abb. 33 Nanospray-Nadel (Proxeon) und monolithischer Emitterchip (Abstand zum MS-Eingang d = 0,5 mm) 
 
 
ChipNadel
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Abb. 34 zeigt den Vergleich der Signalintensität von Ephedrin, gemessen als Molekülionenstrom 
(Molecule Ion Current), für Nanospray-Nadeln und Emitterchips in Abhängigkeit vom 
Emitterdurchmesser in einem Bereich zwischen 1 - 20 µm. Bei konstantem Ionisationspotential 
(1 kV) wurde zur Bestimmung der Standardabweichung die Messung der Datenpunkte 6fach 
durchgeführt (n=6). Zwar unterscheiden sich die gemessenen Signalintensitäten aufgrund der 
abweichenden Emitterdurchmesser, trotzdem wird für beide Emittertypen der identische 
Signalverlauf mit einem Intensitätsmaximum bei einem Durchmesser von 10 µm beobachtet 
(Emitterdurchmesser der Nanospray-Nadel: 10 µm / Emitterchip: 8 µm).  
 
 
Abb. 34 Nanospray-Nadel vs. Emitterchip - Signalintensität von 1µg/mL Ephedrin in MeOH/H2O 1:1 (v/v) in 
Abhängigkeit des Emitterdurchmessers (Abb. aus Diplomarbeit von M. Eschner 2007 / Universität Regensburg) 
 
Im Vergleich zum optimalen Emitterdurchmesser von 10 µm führen sowohl geringere als auch 
größere Dimensionen zu einer deutlichen Verringerung der Signalintensität.  Ausgehend von der 
Nanoelektrospray-Theorie wird der Kurvenverlauf folgendermaßen interpretiert. Aufgrund der 
direkten Proportionalität zwischen Emitterdurchmesser und Tröpfchengröße müssen bei 
größeren Durchmessern mehr Lösemittelmoleküle verdampfen, damit der gleiche Betrag an 
Analytmolekülen ionisiert werden kann. Im Ergebnis sinkt die Ionisierungseffizienz während des 
Elektrosprayprozesses ab. Auf der anderen Seite entspricht die Reduzierung des Durchmessers 
einer Verringerung der Flussrate, weniger Analytmoleküle verlassen den Emitter, werden ionisiert 
und im Massenspektrometer detektiert, was ebenso eine geringere Signalintensität nach sich zieht. 
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Um die enge Verwandschaft zwischen Nanospray-Nadel und Emitterchip zu bestätigen, wurden 
nach den Messungen mit Ephedrin zusätzlich vergleichende Experimente mit zwei weiteren 
Testsubstanzen, Leucin-Enkephalin (10 µg/mL - 18 µmol/L) and Ubiquitin (10 µg/mL - 1,2 
µmol/L) durchgeführt. Dabei erfolgte zur Unterdrückung der Wandabsorption vor dem Messen 
ein zusätzlicher Spülschritt mit 0,05%iger-HPMC Lösung in MeOH/H2O 1:1 (v/v). Außerdem 
wurde den Analyten zur Verbesserung der Ionisierungseffizienz Essigsäure (0,1 Vol% für Leucin-
Enkephalin und 1 Vol% für Ubiquitin) zugesetzt. Alle MS-Experimente (n=6) wurden unter 
Verwendung des optimalen Emitterdurchmessers von 10 µm bei 1,2-1,4 kV angelegter 
Elektrosprayspannung durchgeführt und sind in Tab. 7 zusammengefasst. Analog zu Ephedrin 
können auch bei MS-Detektion von Leucin-Enkephalin und Ubiquitin nahezu identische Werte 
für Signalintensitäten, Signalstabilitäten und Signal/Rausch-Verhältnisse beobachtet werden. Dies 
gilt für beide Emittertypen, Nanospray-Nadel und Emitterchip und ist begründet im 
gemeinsamen Wirkungsprinzip - Nanoelektrospray. 
 
Tab. 7 Sprayperformance von Nanospray-Nadel vs. Emitterchip (i.d.= 10 µm) für Leucin-Enkephalin und Ubiquitin 
 
Leucin-Enkephalin 
[M+H]+ = 556.3 
 
 
Ubiquitin 
[M+12H]12+ = 714.8 
 
Nanospray-Nadel Emitterchip Nanospray-Nadel Emitterchip 
Signalintensität 
[x106 counts/s] 
 
2,92 
 
3,08 (+5%) 
 
6,89 
 
6,71 (-3%) 
rel. Standard-
abweichung [%] 
 
9 
 
7 
 
14 
 
11 
Signal/Rausch-
Verhältnis (S/N) 
 
285 
 
300 
 
148 
 
138 
 
Obwohl hier der Vergleich der Sprayperformance zwischen Nanospray-Nadel und Emitterchip 
im Mittelpunkt steht, würden die ermittelten Signal/Rausch-Verhältnisse bis zum Erreichen der 
Nachweisgrenze (Limit of Detection) noch deutlich geringere Analyt-Konzentrationen zulassen. 
Auf der anderen Seite wird die Nachweisgrenze der MS-Detektion entscheidend durch die 
Systemparameter der verwendeten Massenanalysatoren bestimmt. Durch den Einsatz von 
modernen Systemen wie Triple-Quadrupol (Q-Q-Q), Quadrupole-Time of Flight (Q-Q-ToF) 
oder Tandem-Time of Flight (ToF-ToF) Geräten anstatt des hier verwendeten Single-
Quadrupol-Massenspektrometers, könnte die Nachweisgrenze um Größenordnungen verringert 
werden. Außerdem bieten diese modernen Hybridsysteme einen enormen Zuwachs an Auflösung 
und Massengenauigkeit, der sie für den Einsatz in der Bioanalytik prädestiniert.  
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Abgebrochene vs. geätzte Spitze 
 
Zu Beginn dieser Arbeit wurden die Mikrokanäle nach dem Verfahrensschritt „Spitze ziehen“ 
durch nicht reproduzierbares Abbrechen der Emitterspitze geöffnet und somit für die Chip-MS-
Detektion zugänglich. Jetzt beinhaltet der Fabrikationssprozess neben dem CNC-Fräsen und 
Spitze ziehen zusätzlich das Ätzen mit Flusssäure. Dadurch können definierte Emittergeometrien 
mit sich verjüngenden Mikrokanälen reproduzierbar hergestellt werden. Die drastisch reduzierte 
Wandstärke führt zu einer sehr kleinen Emitterfläche, so dass Totvolumen praktisch vermieden 
wird (S. 52 - 4.1.1). Zur experimentellen Überprüfung wurde mit beiden Emittertypen gemessen. 
Wie Abb. 35 aufzeigt, wirkt sich die verbesserte Prozedur bei der Emitterfertigung (Ätzen mit 
Flusssäure) positiv auf die MS-Detektion von 1µg/mL Ephedrin in MeOH/H2O 1:1 (v:v) aus. 
Der Vergleich beider Emittertypen (schematische Darstellung) liefert für Ephedrin bei 
identischen Innendurchmessern von 10 µm für die geätzte Spitze im MS-Spektrum eine 7fach 
höhere Signalintensität gegenüber der abgebrochenen Spitze, während die Signalstabilität des 
Totalionenstromes (TIC) keine signifikanten Unterschiede aufweist.  
 
Abb. 35 Vergleich TIC [counts/s] und extrahiertes Massenspektrum von 1µg/mL Ephedrin in MeOH/H2O 1:1 
(v/v) (elektrische Kontaktierung für MS-Detektion mit U=1,1kV über BI-Vial) 
A) abgebrochene Spitze 
B) geätzte Spitze (beide mit Innendurchmesser d = 10 µm)  
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Elektrische Kontaktierung  
 
Neben den Ansätzen „serielles Layout“ und „Make-Up Flow Layout“ wurden in dieser Arbeit 
Gold und Polyanilin (PANI) als leitfähige Beschichtungen des Emitters auf ihre Eignung hin 
untersucht. Vorraussetzung für den praktikablen Einsatz ist die Langlebigkeit der leitfähigen 
Beschichtung, die die mehrfache Verwendbarkeit des Emitterchips für die Kopplung von 
Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie gewährleisten soll. Bei der MS-Detektion mit 
PANI als leitfähiger Beschichtung ist nur in der 1. Messung das Signal von Ephedrin als 
Testsubstanz nachweisbar (Daten nicht gezeigt) und wie bereits in Abb. 30 auf S. 53 dargestellt, 
sind ab der 3. Messung am Emitter deutlich Abriebspuren erkennbar, die auf eine Unterbrechung 
der Leitfähigkeit hinweisen. Abb. 36 zeigt den Signalverlauf (TIC) des Chip-MS-Experiments mit 
Gold als leitfähiger Beschichtung. Während in der Referenzmessung bei Kontaktierung über den 
Trennkanal (Spannung an BI-Vial) und in der 1. Messung mit direkter Emitter-Kontaktierung 
konstante Signalintensitäten beobachtet werden, ist die 2. Messung zu Beginn durch eine 25%-ige 
Verringerung der Signalintensität bis hin zum kompletten Signalabbruch gekennzeichnet. 
 
Abb. 36 Totalionenstrom (x106) bei elektrischer Kontaktierung über BI-Vial (Referenz) oder direkt am Emitter  
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4.2.3 Chip-MS Detektion 
 
Nach umfangreicher Charakterisierung der Sprayperformance des Chip-Emitters im Vergleich zu 
konventionellen Nanospray-Nadeln wurde die Chip-MS-Kopplung zur massenspektrometrischen 
Detektion einiger biochemisch relevanter Standardsubstanzen eingesetzt. Dabei steht nicht die 
Untersuchung von Nachweisgrenzen sondern die prinzipielle Verwendbarkeit der Technik im 
Vordergrund. Am Anfang stehen Gramin, Yohimbin (Aphrodisiakum) und Reserpin aus der 
Stoffklasse der Indolalkaloide. Daneben konnten die Pharmazeutika Primaquin (Mittel gegen 
Malaria) und die Antibiotika Ciprofloxacin und Sparfloxacin (Gyrase-Hemmer) erfolgreich 
detektiert werden. Abb. 37 zeigt chemische Struktur und MS-Spektren dieser Substanzen. 
 
 
 
Abb. 37 Chip-MS Detektion von Alkaloiden und Pharmazeutika mit Time of Flight -Massenspektrometer 
100 µg/mL je Analyt in 0,1 Vol% Essigsäure mit 25 Vol % MeOH / BI-Spannung 1 kV (Serielles Layout) 
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Die ebenfalls mittels Chip-MS-Kopplung detektieren Peptide sind bekannte Standardsubstanzen 
und in der Bioanalytik weit verbreitet. Wie die MS-Spektren in Abb. 38 bestätigen, konnten 
Angiotensin I, Gramicidin D, Physalaemin, Substanz P, Bradykinin und Eledoisin nachgewiesen 
werden, wobei neben den einfach geladenen auch zweifach geladene Molekülionen detektiert 
werden. Dieses Phänomen ist bei Peptiden häufig zu beobachten und durch das Vorhandensein 
leicht protonierbarer Gruppen in den Aminosäureresten von Arginin, Lysin und Histidin 
begründet. Aus der Reihe der Peptide wurden das blutdrucksenkende Bradykinin und das 
Antibiotikum Gramicidin (zugeordnet wird Gramicidin D) für ultraschnelle Analysen in der 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie ausgewählt (S. 97). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 38 Chip-MS Detektion von Peptiden mit Time of Flight -Massenspektrometer 
100 µg/mL je Analyt in 0,1 Vol% Essigsäure mit 25 Vol % MeOH / BI-Spannung 1 kV (Serielles Layout) 
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4.3 Mikrochipelektrophorese - Massenspektrometrie 
 
Die Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie (MCE-MS) stellt die 
miniaturisierte Variante der Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie (CE-MS) dar, weshalb  
grundsätzliche Erwägungen von der CE-MS auf die MCE-MS übertragen werden dürfen.  
Beide Techniken sind durch Flussraten im nL/min-Bereich gekennzeichnet, was die Kopplung 
mit der Massenspektrometrie erleichtern sollte. Die elektrische Kontaktierung des Emitters zur 
Definition der Elektrosprayspannung wird dabei vorausgesetzt. 
In der Kapillarelektrophorese ist der Einsatz von phosphat- und borathaltigen Puffersystemen 
weit verbreitet. Wie bereits bekannt und in dieser Arbeit für phosphathaltige Elektrolyte mittels 
Nanoelektrospray-Massenspektrometrie gezeigt werden konnte, sind diese Substanzen für die 
MS-Detektion jedoch ungeeignet, weil sie durch ihre Clusterbildung starke Störsignale im MS-
Spektrum verursachen. Ursache ist die mangelnde Flüchtigkeit dieser Lösungen, die man 
vereinfachend als Verdunstungsverhalten interpretieren aber wegen der Abhängigkeit gegenüber 
vielen physikalischen Größen theoretisch kaum vorhersagen kann253.  
Da die Flüchtigkeit etablierter Kapillarelektrophorese-Puffer nicht gegeben ist, muss für eine 
aussagekräftige MS-Detektion auf leichter flüchtige Puffer und Elektrolyte zurückgegriffen 
werden. Hier haben sich insbesondere Essigsäure und Ammoniumacetat bewährt. Von großer 
Bedeutung ist in diesem Zusammenhang der Einfluss der Elektrolytkonzentration auf die MS-
Detektion der Analyten, der auch als Ionensuppression bezeichnet wird.  
Mit Hilfe der Nanoelektrospray-Massenspektrometrie konnte gezeigt werden, dass zu hohe 
Elektrolytkonzentrationen sowohl stärkeres Untergrundrauschen als auch die Verringerung der 
Analyt-Signalintensitäten  verursachen. In der Folge nimmt die Nachweisempfindlichkeit der MS-
Detektion, gemessen als Signal-Rausch-Verhältnis, stark ab. 
Insgesamt betrachtet muss bei der Kopplung von Mikrochipelektrophorese und 
Massenspektrometrie die Anpassung der Elektrolytkonzentration und Zusammensetzung als 
Kompromiss zwischen den speziellen Anforderungen der Mikrochipelektrophorese und der 
Massenspektrometrie betrachtet und dementsprechend optimiert werden. 
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4.3.1 Testgemische 
 
Am Anfang der experimentellen Untersuchungen wurde mit Hilfe von Ephedrin die 
Sprayperformance des monolithisch integrierten Emitters evaluiert. Außerdem konnte die Chip-
MS-Kopplung erfolgreich für die massenspektrometrische Detektion von Standardsubstanzen 
eingesetzt werden.  
Im Mittelpunkt dieser Arbeit steht jedoch die Kopplung von Mikrochipelektrophorese und 
Massenspektrometrie zur Auftrennung und Detektion von Analyten. Zu diesem Zweck wurden 
zwei unterschiedliche Testgemische eingeführt.  
Das erste Testgemisch besteht aus Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und 
Bumetanid, deren chemische Strukturen und Massenspektren in Abb. 39 dargestellt sind. Die 
Pharmazeutika Amilorid, Bendroflumethiazid, Bumetanid gehören zur Gruppe der Diuretika und 
fördern die Harn-Ausscheidung (Diurese). Bei Leucin-Enkephalin handelt es sich um ein 
endogenes Pentapeptid (Tyr-Gly-Gly-Phe-Leu) aus der Klasse der Opioid-Peptide. Es wurde aus 
dem Gehirn isoliert, besetzt die gleichen Rezeptoren wie Morphin und seine Derivate (Opiate) 
und beeinflusst die Gesamtaktivität des Gehirns254. 
 
 
Abb. 39 Chemische Strukturen und Massenspektren von Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und 
Bumetanid als Testgemisch für die Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie 
100 µg/mL je Analyt in 0,1 Vol% Essigsäure mit 25 Vol % MeOH / BI-Spannung 1 kV (Serielles Layout) 
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Das zweite Testgemisch zur Etablierung der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie 
besteht aus Spermin, Arginin und Nicotinamid. Abb. 40 beinhaltet die chemischen Strukturen 
und dazugehörige Massenspektren dieser Substanzen.  
Das biogene Polyamin Spermin ist Bestandteil des menschlichen Spermas und tritt in Zellen 
schnell wachsender Gewebe auf. Es kann unter den gegebenen Bedingungen als einfach und 
zweifach geladenes Molekülion detektiert werden. 
Im sauren Essigsäureelektrolyten gelöst, tritt die proteinogene Aminosäure Arginin durch 
Protonierung der Guanidinogruppe ebenfalls als zweifachgeladenes Molekülion auf. Die 
massenspektrometrische Detektion ist in diesem Fall jedoch nicht möglich, weil der gewählte 
Massenbereich zwischen 100 und 500 m/z liegt. 
Nicotinamid hat als Baustein des Nicotinamid-Adenin-Dinukleotid (NAD) und des Nicotinamid-
Adenin-Dinucleotid-Phosphat (NADP) große biochemische Bedeutung. Zusammen mit 
Nicotinsäure ist Nicotinamid als Niacin außerdem Bestandteil des Vitamin-B-Komplexes. 
 
 
 
Abb. 40 Chemische Struktur und Massenspektren von Spermin, Arginin und Nicotinamid als Testgemisch für die 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie 
100 µg/mL je Analyt in 0,1 Vol% Essigsäure mit 25 Vol % MeOH / BI-Spannung 1 kV (Serielles Layout) 
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4.3.2 Trennungsoptimierung 
 
Die Trennungsoptimierung in der Kapillarelektrophorese und Kapillarelektrophorese-
Massenspektrometrie (CE/CE-MS) steht vor der Analyse in der Mikrochipelektrophorese-
Massenspektrometrie (MCE-MS). Um eine hohe Reproduzierbarkeit der Messungen in der MCE-
MS zu gewährleisten, sind konstante Oberflächeneigenschaften der mikrofluidischen Trennkanäle 
notwendig, die jedoch zeitaufwendige Spülschritte erforderlich machen. Hier gestatten die gute 
Handhabbarkeit der CE-MS-Kopplung und der hohe Automatisierungsgrad des CE-Gerätes die 
deutliche Steigerung des Messdurchsatzes. Außerdem können durch diese Maßnahme wertvolle 
Mikrochips und begrenzte Herstellungskapazitäten bei der Emitterfertigung geschont werden. 
Ziel ist es, maximale Trenneffizienzen und Auflösungen schon von vornherein in der MCE-MS 
zu ermöglichen. Aus der Vielzahl der Parameter zur Trennungsoptimierung in der 
Kapillarelektrophorese nach Engelhardt255 (Abb. 41) wurden im Rahmen dieser Arbeit Spannung, 
Elektrolytkonzentration, Viskosität und Kapillarwand-Beschichtungen ausgewählt. Ihr Einfluss 
auf die Trenneffizienz und Auflösung der untersuchten Testgemische wird im Text diskutiert. 
 
 
Abb. 41 Parameter zur Trennungsoptimierung in der Kapillarelektrophorese die Modifikationen des Instruments, 
des Trennpuffers und Stoffeigenschaften der Probe entsprechen - nach H. Engelhardt „Kapillarelektrophorese“ 255 
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Essigsäure-Konzentration 
 
Am Anfang der Trennungsoptimierung in der Kapillarelektrophorese wird der Einfluss der 
Elektrolytkonzentration auf die Trenneffizienz untersucht. Vergleichende Elektropherogramme 
unter Verwendung zweier Essigsäure-Konzentrationen (0,1- und 1 Vol% HAc mit 25 Vol% 
MeOH) sind in Abb. 42 gegenübergestellt.  
Während beide Elektrolyten Basislinientrennungen ermöglichen, liefert die höhere Essigsäure-
Konzentration mit Ausnahme des Bumetanidpeaks deutlich höhere Trennstufenzahlen (N). 
Hintergrund ist der Einfluss der Elektrolytkonzentration auf die Ausbildung der Doppelschicht 
an der Phasengrenzfläche zwischen Kapillarwand und Lösung. Hohe Elektrolytkonzentrationen 
schirmen die Silanolgruppen an der Innenwand effektiv ab, in der Folge nimmt die 
Wanderungsgeschwindigkeit des elektroosmotischen Flusses ab. Die Steigerung der 
Trenneffizienz bei hohen Ionenkonzentrationen lässt sich außerdem durch reduzierte Analyt-
Wand-Wechselwirkungen aufgrund besser abgeschirmter Analytionen erklären. Ausgehend von 
der Trenneffizienz scheinen hohe Ionenkonzentrationen zur Übertragung auf die 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie empfehlenswert. Gleichzeitig muss ihr Einfluss 
auf die MS-Detektion als Ionensuppression und die Systemstabilität (Leitfähigkeit) berücksichtigt 
werden. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 42  Kapillarelektrophorese (E = 333 V/cm) mit 25 Vol% MeOH unter Verwendung unterschiedlicher  
Essigsäure-Konzentrationen (Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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MeOH-Anteil 
 
Alternativ zur Ionenkonzentration bietet die Variation von MeOH als organischem Anteil eine 
weitere Möglichkeit zur Manipulation der Trennleistung. Sie basiert auf dem komplexen 
Zusammenspiel veränderter Selektivität, elektroosmotischer Wanderungsgeschwindigkeit und 
unterschiedlichen Viskositäten der verwendeten Elektrolyten255. Abb. 43 zeigt eine Messreihe von 
Basislinientrennungen von Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid in 
0,1%-iger Essigsäure-Lösung mit variablem MeOH-Anteil zwischen 0-50 Vol%.  
Demnach sind die Migrationszeiten der Analyten direkt proportional zur Höhe des MeOH-
Anteils. Zwar verursachen MeOH-Anteile von 12,5 Vol% und 50 Vol% für Leu-Enkephalin 
deutlich höhere Trennstufenzahlen (N), der 25 Vol% Elektrolyt bietet jedoch die höchste 
Auflösung zur Auftrennung von Bendroflumethazid und Bumetanid, weshalb dieser Elektrolyt 
bevorzugt wird und als Standardelektrolyt in dieser Arbeit oft Verwendung findet. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 43 Kapillarelektrophorese (E = 333 V/cm) mit 0,1 Vol%-Essigsäure unter Verwendung variabler  MeOH-
Anteile (andere Kapillare als in Abb. 42 / Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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Ammoniumacetat 
 
Als Alternative zu den weit verbreiteten Essigsäure-Elektrolyten wurde auch die Trennleistung 
von Ammoniumacetat-Lösungen (1- 10- und 100 mM) in der Kapillarelektrophorese untersucht. 
Konzentrationen von 1- und 100 mM erscheinen auf Grund mangelnder Reproduzierbarkeit als 
ungeeignet. Die Analyse in 10 mM Ammoniumacetat-Lösungen mit Acetonitril oder Methanol 
als organischem Anteil lieferte hingegen gute Ergebnisse. Sie sind in Abb. 44 zusammengefasst. 
Mit allen Zusammensetzungen des Ammoniumacetat-Elektrolyten können Basislinientrennungen 
von Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid erzielt werden. Dabei 
zeichnet sich der Elektrolyt mit dem 25 Vol% MeOH-Anteil durch die höchsten 
Trennstufenzahlen (N) aus. Er wird deshalb zur Übertragung auf die Mikrochipelektrophorese- 
Massenspektrometrie favorisiert. Außerdem wurden im Rahmen der Trennungsoptimierung in 
der Kapillarelektrophorese auch Experimente mit MS-kompatiblen Ameisensäure- und 
Ammoniumformiat-Elektrolyten durchgeführt. Gegenüber Essigsäure und Ammoniumacetat 
weisen sie jedoch eine geringere Trennleistung auf und werden deshalb hier nicht mit aufgeführt. 
 
 
Abb. 44 Kapillarelektrophorese (E = 333 V/cm) mit 10mM Ammoniumacetat und Acetonitril (ACN) oder 
Methanol (MeOH) als organischem Anteil (Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie 
 
Für die Trennungsoptimierung in der Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie (CE-MS) 
wird die robuste sheathflow-Konfiguration mittels Sprayer verwendet (S. 48). Dabei wird über eine 
externe Spritzenpumpe am Sprayer eine leitfähige Flüssigkeit (sheath-liquid) appliziert, das die 
elektrische Kontaktierung zur Definition des Elektrospraypotentials ermöglicht. Zusätzlich kann 
bei dieser Variante der CE-MS-Kopplung nach der Trennung die Modifikation des Elektrolyten 
zur Verbesserung der Elektrospray-Eigenschaften vorgenommen werden. Abb. 45 zeigt die 
Trennung von Spermin, Arginin und Nicotinamid und deren MS-Detektion als extrahierte 
Massenspuren unter Verwendung eines 10mM Ammoniumacetat-Elektrolyten. Demnach führt 
die Zugabe von MeOH zur Erhöhung der Migrationszeiten der Analyten und zur Verbesserung 
der Auflösung. Sehr hohe Auflösungen bis R=12,4 bieten durch kürzere Kapillaren gleichzeitig 
die Möglichkeit zur drastischen Verringerung der Analysenzeit. Grundsätzlich besteht großer 
Optimierungsbedarf zur Erhöhung der Trenneffizienz. Deshalb werden im Folgenden 
Maßnahmen zur Verringerung der Peakbreiten untersucht. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 45 Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie mit 10mM Ammoniumacetat ohne und mit  25 Vol % 
MeOH (Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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Feldstärke 
 
Die Anpassung der Feldstärke hat große Bedeutung auf die Trenneffizeinz. Hohe Feldstärken 
generieren hohe elektroosmotische Flüsse und elektrophoretische Wanderungsgeschwindigkeiten 
der Analyten, verursachen über die Joulesche Wärme aber auch Bandenverbreiterung.  
Abb. 46 zeigt die Analyse von Spermin, Arginin und Nicotinamid in der Kapillarelektrophorese-
Massenspektrometrie in Abhängigkeit von unterschiedlichen Feldstärken.  
Zwar kann durch Erhöhung der Feldstärke von 400 auf 500 V/cm die Trennstufenzahl von 
Nicotinamid mehr als vervierfacht werden, die Erhöhung auf 600 bis 700 V/cm hat jedoch den 
entgegengesetzten Effekt. Die gleiche Tendenz wird für die Auflösung zwischen Spermin und 
Arginin sowie Arginin und Nicotinamid beobachtet. Ursache ist die zunehmende Joulesche 
Wärme bei Feldstärken über 500 V/cm, die zur Bandenverbreiterung der Probe im Trennkanal 
führt. Die Beurteilung der Trennleistung sollte nicht nur von der Trenneffizienz ausgehen. Bei 
einer Feldstärke von 600 V/cm gegenüber 500V/cm werden für die Trennstufenzahl und 
Auflösung vergleichbare Ergebnisse erzielt aber gleichzeitig 2 min Analysezeit eingespart.  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 46 Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie mit 10mM Ammoniumacetat bei unterschiedlichen 
Feldstärken (Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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Injektion 
 
Zu hohe Analytkonzentrationen oder Injektionsvolumen verursachen die Überladung der 
Trennkapillare und damit Effizienzverluste. Die Anpassung der Injektionsparameter bietet 
deshalb Optimierungspotential zur Steigerung der Trenneffizienz. Mittels Kapillarelektrophorese-
Massenspektrometrie wurde der Einfluss von Analytkonzentration und Injektionsspannung 
untersucht. Nach Abb. 47 ist zur Erhöhung der Trenneffizienz von Spermin, Arginin und 
Nicotinamid vor allem die Anpassung der Injektionsspannung zu empfehlen. So lässt sich die 
Trennstufenzahl von Nicotinamid durch Halbierung der Injektionsspannung verzehnfachen und 
bietet mit 120.000/m im Vergleich zu den bisherigen Ergebnissen einen akzeptablen Wert. Zwar 
ermöglicht der kommerzielle Sprayer den robusten sheathflow CE-MS Betrieb, durch den 
Emitterdurchmesser von 100 µm bildet sich jedoch ein großer Taylor-Konus aus, der erhebliches 
Totvolumen darstellt und für die hohen Peakbreiten mit verantwortlich ist. Zur weiteren 
Verbesserung der Trenneffizienz wäre deshalb eine drastische Reduzierung der 
Sprayerabmessungen vorteilhaft. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 47 Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie in wässriger 0,1 Vol%-iger Essigsäurelösung mit 
unterschiedlichen Injektionsparametern (Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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Kapillarwand-Beschichtungen 
 
Neben der Anpassung der Injektionsparameter empfiehlt sich in der Kapillarelektrophorese zur 
Verbesserung der Trenneffizienz der Einsatz von Kapillarwand-Beschichtungen. Sie verringern 
Analyt-Wand-Wechselwirkungen und beeinflussen den elektroosmotischen Fluss (EOF). In 
diesem Zusammenhang ist das hydrophile Polymer Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) zur 
Unterdrückung des EOF weit verbreitet256,257 und wurde im Rahmen dieser Arbeit angewendet. 
Das Beispiel zeigt die Analyse von Bradykinin, Angiotensin I, Somatostatin, Neurotensin, Leucin-
Enkephalin und Eledoisin in der Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie (CE-MS).  
Nach Abb. 48 führt die Verwendung von HPMC (nur Spülen, keine dynamische Beschichtung) 
gegenüber der Referenz zur Basislinientrennung von Bradykinin und Angiotensin I. Außerdem 
verbessert sich die Trenneffizienz und Auflösung von Leu-Enkephalin und Eledoisin deutlich. 
Gleichzeitig wird bei Verwendung von HPMC eine Verringerung der Signalintensität des 
Totalionenstromes um ca. 60% beobachtet, ohne das HPMC bestimmten Massenspektren 
zugeordnet werden kann (Daten nicht gezeigt) und entspricht einer höheren Verdünnung von 
Elektrolyt und sheath-liquid. Da durch den Einsatz von HPMC die Trennleistung in der CE-MS 
für die hier verwendeten Analyten deutlich gesteigert werden kann, wird die Übertragung auf die 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie ausdrücklich empfohlen.  
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb.48 Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie eines Peptid-Testgemisches mit HPMC als Kapillarwand-
Beschichtung (Dokumentation der Versuchsbedingungen - Experimenteller Teil S. 48) 
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Fazit 
 
Alle vorgestellten Experimente zur Kapillarelektrophorese und Kapillarelektrophorese-
Massenspektrometrie geben wichtige Optimierungstrends für die Kopplung von 
Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie wieder. Dabei wurde auf flüchtige 
Essigsäure- und Ammoniumacetat-Lösungen als MS-kompatible Elektrolyte fokussiert. 
Basislinientrennungen der ausgewählten Testgemische bestehend aus Amilorid, Leu-Enkephalin, 
Bendroflumethiazid und Bumetanid sowie Spermin, Arginin und Nicotinamid waren ohne 
Probleme umsetzbar. 
Nimmt man längere Analysenzeiten in Kauf, sind für 0,1- oder 1 Vol% Essigsäure-Elektrolyten 
grundsätzlich höhere Ionenkonzentrationen zu empfehlen, weil sie höhere Trenneffizienzen 
ermöglichen. Als organischer Anteil im Trennelektrolyten wird außerdem Methanol auf Grund 
höherer Trennstufenzahlen gegenüber Acetonitril bevorzugt, wobei das Optimum bei 25 Vol% 
liegt. Gegenüber der Kapillarelektrophorese von Amilorid, Leu-Enkephalin, Bendroflumethiazid 
und Bumetanid wurden in der Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie von Spermin, 
Arginin und Nicotinamid in der Mehrzahl deutlich geringe Trenneffizienzen ermittelt. Eine 
effektive Möglichkeit zur Steigerung der Trenneffizienz in der elektrokinetischen Injektion ist die 
Anpassung der Injektionsspannung. Die herausragende Bedeutung optimaler Injektionsparameter 
bei der Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie wird noch an anderer 
Stelle verdeutlicht.  
Besonderes Augenmerk liegt auch auf der richtigen Wahl der Trennfeldstärke. Wie gezeigt wurde, 
führen Erhöhungen nicht zwangsläufig zu verbesserten Trenneffizienzen und Auflösungen. Zur 
Analyse von Spermin, Arginin und Nicotinamid in wässriger 10 mM Ammoniumacetat-Lösung 
sind Feldstärken von 500 V/cm am besten geeignet.  
Im Rahmen der Experimente mit Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie wurde außerdem 
der Einfluss von Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) als Kapillarwand-Beschichtung 
untersucht. Im Hinblick auf anspruchsvolle Trennungen von Realproben wurde zu diesem 
Zweck zusätzlich ein 6-Peptid-Testgemisch aus Bradykinin, Angiotensin I, Somatostatin, 
Neurotensin, Leucin-Enkephalin und Eledoisin eingeführt. Ohne negative Beeinflussung der MS-
Detektierbarkeit beinhaltet der Einsatz des hydrophilen Polymers die Steigerung von 
Trenneffizienz und Auflösung, weshalb dessen Übertragung auf die Mikrochipelektrophorese-
Massenspektrometrie  vielversprechend ist.  
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4.3.3 Systemstabilität 
 
Für die praktische Durchführung der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie (MCE-MS) 
ist die Gewährleistung der Systemstabilität zwingend erforderlich. Darunter versteht man den 
konstanten Verlauf des Totalionenstromes als Basislinie für die MS-Detektion und konstante 
Ströme in den mikrofluidischen Kanälen während der Injektion und Trennung. Zu diesem 
Zweck müssen die angelegten Spannungen an die verwendeten Elektrolyten angepasst werden, 
infolgedessen sich die Feldstärken ändern. Um die Vergleichbarkeit der MCE-MS-Ergebnisse 
sicherzustellen, sind jedoch einheitliche Feldstärken notwendig. Dies ist umso schwieriger, wenn 
wie in dieser Arbeit, Mikrochips mit unterschiedlichen Trennstrecken verwendet wurden. 
Abb. 49 zeigt den konstanten Verlauf des Totalionenstromes über 3 min mit dazugehörigem MS-
Hintergrundspektrum und dokumentiert damit die Systemstabilität für die MS-Detektion. Da 
unter den gegebenen Bedingungen die stabile MS-Detektion nur durch die Flussrate des 
Elektrosprays und das Volumen des Flüssigkeitsreservoirs beschränkt wird, könnte die MS-
Analyse auch weit über 3 min hinaus durchgeführt werden. 
 
 
Tab. 49 konstanter Verlauf des Totalionenstromes (TIC) mit MS-Hintergrundspektrum belegt Systemstabilität der 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie-Kopplung (serieller Ansatz) 
 
Neben dem konstanten Verlauf des Totalionenstromes als Basislinie der MS-Detektion sind 
stabile Ströme im Injektions- und Trennkanal während der Analysen für die erfolgreiche 
Durchführung der MCE-MS-Experimente zwingend erforderlich. Abb. 50 stellt die Ströme am 
Injektionskreuz eines Chips im seriellen Ansatz unter den gegebenen Spannungen schematisch 
dar. Aufgrund der Reihenschaltung des hohen Elektrospray-Widerstandes und des Widerstandes 
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im Trennkanal fließt in Richtung Emitter nur ein sehr kleiner Strom (<< 1 µA). Am BI-Vial fließt 
ein Strom von 4 µA. Nach dem 1. Kirchhoffschen Satz ist an einem Knotenpunkt 
(Injektionskreuz) die Summe der zufließenden gleich die Summe der abfließenden Ströme. 
Infolgedessen und aufgrund der symmetrischen Anordnung werden an den SI/SO-Vials gleich 
hohe Ströme von je 2 µA gemessen.  
 
 
Abb. 50 Angelegte Spannungen und gemessene Ströme in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie 
 
Nach der schematischen Darstellung der Ströme am Injektionskreuz fasst Tab. 8 die gemessenen 
Stromstärken am BI-Vial für häufig verwendete Elektrolyte in Abhängigkeit von den angelegten 
Spannungen zusammen. Während hohe Elektrolytkonzentrationen bei Essigsäure und 
Ammoniumacetat den Betrieb bei hohen Spannungen (SI/SO - 4 kV / BI - 8 kV) ausschließen, 
bietet der Standardelektrolyt mit 0,1 Vol % Essigsäure und 25 Vol % MeOH für den 
verwendeten Chip im seriellen Layout (Trennstrecke: 75 mm / i.d. = 10 µm) stabile 
Messbedingungen über einen weiten Bereich und damit gutes Optimierungspotential. 
 
Tab. 8 Systemstabilität in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie unter Verwendung des seriellen 
Layouts (Trennstrecke: 75 mm / i.d. = 10 µm) als gemessene Stromstärken abhängig von Elektrolyt-/ Konzentration 
und der angelegten Spannung 
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4.3.4 Serielles Layout 
 
Das Chip-Design im seriellen Layout stellt die einfachste Möglichkeit zur Durchführung der 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie (MCE-MS) dar. Bei dieser Variante wird auf die 
direkte elektrische Kontaktierung des Emitters verzichtet. Das Elektrospraypotential ergibt sich 
aus der Subtraktion von Spannung im Injektionskreuz und dem Spannungsabfall über den 
Trennkanal (Stromstärke × spez. Widerstand). Großer Vorteil des seriellen Layouts ist, dass teure 
Mikrochips mehrfach zur Emitterfertigung verwendet werden können. Dies war insbesondere für 
die Entwicklung des Herstellungsprozesses von großer Bedeutung. 
 
 
Abb. 51 Prinzip der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie (MCE-MS) im Seriellen Layout mit angelegten 
Spannungen während der Injektion und Trennung 
 
Abb. 51 zeigt das Prinzip der MCE-MS im seriellen Modus. Standardmäßig wurden folgende 
Spannungen verwendet. Injektion: -1 kV an SO-Vial und 0 kV an SI-/BI-Vial // Trennung: 1,75 
kV an SI-/SO-Vial und 4 kV an BI-Vial. Der Abstand zwischen Emitterspitze und geerdetem 
MS-Eingang betrug jeweils 0,5 mm. An dieser Stelle sei explizit darauf hingewiesen, dass zum 
gegenwärtigen Zeitpunkt durch unterschiedlich lange Chips nur uneinheitliche Trennstrecken zur 
Verfügung standen. Die nicht zu definierende Elektrosprayspannung am Emitter macht die 
Determination gleicher Feldstärken unmöglich. Die dargestellten Experimente können deshalb 
nur Trends zur Methodenentwicklung in der MCE-MS wiedergeben.  
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Die Fluoreszenz-Videomikroskopie zur Visualisierung der Mikrochipelektrophorese-
Massenspektrometrie ist ein wertvolles Hilfsmittel um Injektionsparameter beurteilen zu können. 
Zu diesem Zweck wird Fluorescein-Lösung im SI-Vial vorgelegt. Als Lichtquelle dient die 
Quecksilberdampflampe des Olympus-Mikroskops. Zur Anregung und Emission stehen 
Filterkuben von λEx/λEm= 488/515 nm zur Verfügung. Abb. 52 zeigt den Fluorescin-Fluss 
während der Injektion und Trennung. Ein direkt vor der Emitterspitze positionierter und 
geerdeter Kupferstab (0 kV) entspricht dem Eingang zum Massenspektrometer.  
  
 
Abb. 52 Fluoreszenz-Videomikroskopie im Seriellen Layout (0,5 mg/mL Fluorescein-Lösung) Injektion mit -1 kV 
(SO-Vial) alle andere Vials mit 0 kV/ Trennung mit 1,5 kV (SI/SO-Vial) und 3,5kV (BI-Vial)  
 
Für die Injektion im Seriellen Layout ist die Verbreiterung der Probenzone charakteristisch. Bei 
den angelegten Spannungen nach Abb. 52 ist sie bereits nach 10 s erkennbar und nach 15 s 
deutlich ausgeprägt. Im Gegensatz dazu erscheint die Rücklaufspannung (Spannungsdifferenz 
zwischen BI- und SI/SO-Vials) ausreichend, um nach Umschalten in den Trennmodus bei 20 s 
das Nachlaufen von Probe aus den Seitenkanälen in den Trennkanal zu verhindern. Es muss 
davon ausgegangen werden, dass die Verbreiterung der Probenzone negative Auswirkungen auf 
die Peakbreiten in der MCE-MS hat. Stehen ausschließlich Chips im Seriellen Layout, ohne 
elektrische Emitter-Kontaktierung und Reservoirs zur Speisung einer Rücklaufströmung zur 
Verfügung, besitzt die Optimierung der Injektionsparameter, insbesondere der Injektionszeit,  
absolute Priorität. 
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Das Ergebnis suboptimaler Injektionen im seriellen Layout verdeutlicht Abb. 53. Gezeigt sind 
MCE-MS-Analysen von Spermin, Arginin und Nicotinamid unter Verwendung verschiedener 
Injektionszeiten. Darunter versteht man die Zeitdauer der elektrokinetischen Injektion bis zum 
Umschalten in den Trennmodus. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 53 Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im seriellen Layout mit verschiedenen Injektionszeiten 
 
Bei der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im seriellen Layout resultieren aus zu 
langen Injektionszeiten breite Peaks (18 s), die Doppelinjektionen (12 s) darstellen. Ursache ist 
die fehlende Rücklaufspannung zur Pinzetteninjektion, die den Eintritt von Probe in den 
Trennkanal während der Injektion verhindert. Dadurch entstehen sehr breite Probezonen. Die in 
der Diskussion zur Fluoreszenz-Videomikroskopie geäußerte Vermutung über die Auswirkungen 
zu langer Injektionszeiten wird hiermit bestätigt. Um effiziente MCE-MS-Analysen zu 
ermöglichen, ist die Probenfokussierung als Pinzetteninjektion zwingend. Nur über geringe 
Peakbreiten lassen sich hohe Trennstufenzahlen und Auflösungen generieren. Außerdem setzen 
geringe Nachweisgrenzen ausreichende Injektionszeiten voraus. 
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Bei der Diskussion der Ergebnisse aus der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie sei 
nochmals ausdrücklich daraufhingewiesen, dass die vorgestellten Experimente im seriellen Layout 
aufgrund der unterschiedlichen Trennstrecken nur Trends wiedergeben können. Auch werden 
Ergebnisse gezeigt, die im Verlauf der Entwicklung des Herstellungsverfahrens erzielt wurden. 
Deshalb können sich sowohl Trennstrecken als auch Emitterdurchmesser  unterscheiden (i.d. = 
10-, 13- und 20 µm). Dieser Umstand hat zur Folge, dass die MCE-MS-Ergebnisse verschiedener 
Chips im seriellen Layout nicht miteinander vergleichbar sind. 
In der ersten Analyse von Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid (BFMTZ) und 
Bumetanid wird der Einfluss der Essigsäure-Konzentration untersucht. Nach Abb. 54 können 
unter Verwendung einer 1 Vol%-iger Essigsäure-Lösung Basislinientrennungen erzielt werden. 
Die höheren Migrationszeiten der Analyten (1 vs. 0,1 Vol % HAc), können auf die Reduzierung 
des elektroosmotischen Flusses bei höheren Ionenkonzentrationen zurückgeführt werden. Für 
den oft verwendeten Standardelektrolyten mit 0,1 Vol% Essigsäure und 25 Vol% MeOH liegt 
hier  Comigration der Analyten vor. Gleichwohl konnten mit diesem Elektrolyten aber auf 
anderen Elektrophorese-Chips Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und 
Bumetanid Basislinien getrennt werden. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 54 Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im seriellen Layout mit zwei verschieden HAc-Elektrolyten 
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Die Konditionierung der Mikrochips, zur Gewährleistung konstanter Oberflächeneigenschaften 
im mikrofluidischen Trennkanal ist aufgrund der vielen Spülschritte mit Piranha-Lösung, Wasser, 
Natronlauge und Trennelektrolyt sehr zeitaufwendig und erfordert viel Geschick. Um den 
Messdurchsatz in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie zu erhöhen, wurde die 
Möglichkeit von Wiederholungsmessungen ohne Konditionierung (nur Spülen mit Elektrolyt) 
untersucht. Abb. 55 beinhaltet die 3./5. und 10. Messung einer Serie zur Analyse von Amilorid, 
Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 55 Messreihe in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im seriellen Layout ohne Konditionierung 
der Mikrochips zur Gewährleistung konstanter Oberflächeneigenschaften (nur Spülen mit Elektrolyt-Lösung) 
 
Aus Abb. 55 geht die Bedeutung der Chip-Konditionierung hervor. Prinzipiell lassen sich 
Auftrennungen von Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid in einer 
Messreihe ohne aufwendige Chip-Konditionierung durchführen. Dabei verschlechtern sich 
Trenneffizienzen und Auflösung im Laufe der Messzyklen jedoch drastisch. Hier zeigt sich die 
große Schwachstelle im aktuellen MCE-MS Versuchsaufbau. Schnelle effiziente Analysen stehen 
im Widerspruch zu zeit- und arbeitsintensiven Spülschritten. Die beobachtete Tendenz ist bereits 
aus der Kapillarelektrophorese bekannt, weshalb kommerzielle Systeme vor jeder Analyse 
automatisierte Konditionierungsprotokolle durchführen. Als parallelisierter Ansatz (1. Chip in der 
Konditionierung / 2. Chip in der Analyse) ließe sich der Messdurchsatz in der MCE-MS deutlich 
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erhöhen. Die Alternative wären preiswerte Glaschips mit einheitlichen Oberflächeneigenschaften 
zum Einmalgebrauch (Einwegchips), die langfristig durch kostengünstige Massenproduktion in 
hohen Stückzahlen verfügbar sein könnten. Eine wichtige Möglichkeit zur Manipulation der 
Oberflächeneigenschaften in Einweg- und Mehrwegchips ist die Verwendung von Kapillar-
Beschichtungen, weil dadurch Analyt-Wand-Wechselwirkungen verringert werden können. Zu 
diesem Zweck ist Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) in der Kapillarelektrophorese etabliert 
(S. 74) und konnte erfolgreich auf die MCE-MS übertragen werden. Die Verbesserung der 
Trennleistung durch Spülen des Trennkanals mit 0,01%-iger HPMC-Lösung zeigt Abb. 56.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 56 Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im seriellen Layout mit Hydroxypropylmethylcellulose 
(HPMC) als Kapillarwand-Beschichtung zur Verbesserung von Trenneffizienz und Auflösung 
 
Durch den Einsatz von HPMC lässt sich im dargestellten Beispiel die Trenneffizienz von 
Nicotinamid verachtfachen und die Auflösung zwischen Arginin und Nicotinamid verdreifachen.  
Wiederholungsmessungen (n=6) ergaben außerdem eine Verbesserung der Reproduzierbarkeit. 
Bei Gebrauch von HPMC reduzierte sich die relative Standardabweichung der Migrationszeit des 
Arginins von 6% auf 2%. An dieser Stelle soll angemerkt werden, dass im gezeigten Experiment 
unterschiedliche Spannungen angelegt wurden, weil sonst die Systemstabilität nicht gewährleistet 
werden konnte. Aus diesem Grund erfolgte die Messung im Experiment ohne HPMC gegenüber 
dem Experiment mit HPMC bei reduzierten Spannungen an SI-SO/BI-Vials mit 2,5 und 5 kV 
anstatt 3 und 6 kV. Die Ergebnisse werden hier aufgeführt, weil sie klar die Steigerung der 
Trennleistung in der MCE-MS durch die Verwendung von HPMC wiedergeben.  
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4.3.5 Make-Up Flow Layout 
 
Die ersten Ergebnisse dieser Arbeit in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie (MCE-
MS) wurden mit Hilfe von Chips im seriellen Layout erzielt, wodurch die Machbarkeit (Proof of 
Principle) demonstriert wird. Gleichzeitig weisen die ermittelten Trenneffizienzen erhebliches 
Verbesserungspotential auf. Wesentlicher Nachteil bei der Analyse im seriellen Modus ist die 
starke Verbreiterung der Probenzone während der Injektionsphase, wie mittels Fluoreszenz-
Videomikroskopie gezeigt werden konnte. 
Als Alternative zum Seriellen Layout wird im Rahmen dieser Arbeit der Prototyp eines Chips im 
Make-Up Flow Layout vorgestellt und auf Eignung in der Mikrochipelektrophorese-
Massenspektrometrie untersucht. Neben der klassischen Kreuzstruktur von Injektions- und 
Trennkanal verfügt er über Liquid Reservoirs L 1 / L 2 (Make-Up Flow). Hierüber kann die 
Elektrosprayspannung am Emitter definiert werden. Das Design bietet außerdem die Möglichkeit 
den Elektrolyten nach der elektrophoretischen Trennung, z. B. durch Veränderung des 
organischen Anteils, zu modifizieren, um die MS-Detektion zu verbessern. Außerdem wurden 
auf dem Chip zur Durchführung chemischer Reaktionen Mischungskammern integriert, die für 
enzymatische Reaktionen mit Substanzen kleiner Diffusionskoeffizienten (z. B. 
Rinderserumalbumin mit D = 6×10-11 m2/s)258 dimensioniert sind. Abb. 57 gibt die Abmessungen 
des Chips im Make-Up Flow Layout wieder. Aus dem Design fertigte die Firma Capilix 
(Leeuwarden/Niederlande) einen Prototyp-Chip aus Glas. 
  
 
Abb. 57 Design eines Elektrophorese-Chips im Make-Up Flow Layout  
Ansicht von oben (links) und als Seitenansicht (rechts) mit dem Querschnitt des Mikrofluidikkanals 
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An dieser Stelle sei daraufhingewiesen, dass die Anordnung von Injektions- und Trennkanal beim 
Prototyp im Make-Up Flow Layout vom klassischen, symmetrischen Kreuzungslayout abweicht. 
In der asymmetrischen Anordnung unseres Prototypen beträgt der Abstand zwischen SI-Vial 
zum Injektionskreuz 7,5 mm, aber nur je 2,5 mm vom Injektionskreuz zum SO-/BI-Vial. 
Ursache ist die Art der Anordnung der Reaktionskammern. Eine weitere Abweichung ist die 
geringere Chipdicke von 1 mm gegenüber 1,8-/2,2 mm bei herkömmlichen Mikrochips. Infolge 
der dünnen Deckplatten von nur 0,5 mm verkleinert sich außerdem das Volumen der 
Zugangsöffnungen (Vials) von 2,5- auf 1,5 µL.  
Abb. 58 zeigt den Prototyp-Chip im Make-Up Flow Layout und verdeutlicht das Prinzip der 
Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie (MCE-MS) in diesem Modus. Die Injektion der 
Probe erfolgt durch Anlegen von -1 kV  am SO-Vial während an allen anderen Vials (M1-
2/SI/BI) 0 kV anliegen. Gute Ergebnisse in der MCE-MS konnten mit folgenden Spannungen 
während der Trennphase erzielt werden: M1-2 je 1 kV,  BI 3 kV, SI 0,75 kV und SO 1,75 kV. Die 
voneinander abweichenden Werte am SI-/SO-Vial sind durch die asymmetrische Längen der 
Mikrofluidikkanäle am Injektionskreuz bedingt. In zukünftigen Make-Up Flow Layouts sollte 
unbedingt wieder auf die symmetrische Anordnung der SI-SO/BI-Vials zurückgegriffen werden. 
Sie ist deutlich anwenderfreundlicher und verhindert Kriechströme über ausgetretenen Elektrolyt 
zwischen zu eng aneinander liegenden Reservoirs. 
 
Abb. 58 Chip im Make-Up Flow Layout und Prinzip der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie in diesem 
Modus mit angelegten Spannungen während Injektion und Trennung 
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Analog zum Seriellen Ansatz kommt zur Visualisierung der Injektion im Make-Up Flow Modus 
die Fluoreszenz-Videomikroskopie (S. 79) mit Fluorescein-Lösung zum Einsatz. Abb. 59 
beinhaltet Momentaufnahmen aus der  Injektions- (0-, 5-, 15 s) und Trennphase (20 s).  
 
 
 
Abb. 59 Fluoreszenz-Videomikroskopie im Make-Up Flow Layout (Fluorescein-Lösung / λEx = 488 nm; λEm = 515 
nm) Injektion mit -1 kV (SO) / -0,5 kV (BI) und 0 kV (SI/SF 1-2) // Trennung mit 1,75 kV (SO) / 3 kV (Bl) /0,75 
kV (SI) und 1 kV (SF 1-2) 
 
Demnach bietet das Make-Up Flow Layout einen entscheidenden Vorteil gegenüber dem 
seriellen Ansatz. Anlegen von 0 kV an den Make-Up Flow Vials während der Injektion induziert 
Rücklaufströmung, so dass die Probe im Injektionskreuz fokussiert wird (Pinzetteninjektion). Die 
resultierende Verringerung der Probenzone entspricht geringeren Peakbreiten und damit höherer 
Trenneffizienz und Auflösung. Definierte Elektrosprayspannungen während der Trennung 
bieten außerdem die Möglichkeit exakte Feldstärken anzugeben. Zur Durchführung von 
Trennungsoptimierungen ist dies von außerordentlicher Bedeutung, weil dadurch Ergebnisse von 
Chips mit unterschiedlichen Trennstrecken miteinander verglichen werden können. Neben der 
verbesserten Injektion und der Möglichkeit Trennfeldstärken zu definieren, eröffnet die 
Kanalstruktur des Make-Up Flow Layouts außerdem die Chance, elektrophoretische Trennung 
und MS-Detektion unabhängig voneinander zu optimieren. Zur Verdeutlichung sei folgendes 
Experiment vorgestellt. 
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Abb. 60 zeigt zwei Analysen von Amilorid, Leu-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid 
in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie unter Verwendung verschiedener 
Elektrolyte in Trennkanal und Make-Up Flow Vials. Referenzmessung ist dabei das untere 
Experiment mit einheitlicher Befüllung des ganzen Mikrochips mit 0,1 Vol% HAc und 25 Vol% 
MeOH. Werden, wie im oberen Experiment, unterschiedliche Elektrolyten für die 
Elektrophorese (0,1 Vol% HAc im Trennkanal) und MS-Detektion (0,1 Vol% HAc/50 Vol% in 
den Make-Up Flow Vials) eingesetzt, kann die Auflösung zwischen Bendroflumethiazid und 
Bumetanid gegenüber der Referenzmessung verdoppelt werden. Somit ermöglichen in diesem 
Fall rein wässrige Systeme bessere elektrophoretische Trennungen, während die Modifikation zur 
MS-Detektion auch nachträglich über die Make-Up Flow Vials erfolgt. Über variable 
Zusammensetzungen der Elektrolyten in der erweiterten Kanalstruktur erschließt sich dadurch 
erhebliches Potential zur Trennungsoptimierung bei der Analyse anspruchsvoller Realproben. 
Dabei wären außerdem längere Trennstrecken zur Erhöhung der Peakkapazität von Vorteil.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 60 Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im Make-Up Flow Layout mit verschiedener Elektrolyten 
in Trennkanal und Make-Up Flow Vials 
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Angelegte Spannungen haben aufgrund der direkten Proportionalität zwischen Feldstärke und  
elektrophoretischer/elektroosmotischer Wanderungsgeschwindigkeit (Gl. 1 und 3) großen 
Einfluss auf die Trennleistung. Mit der Verfügbarkeit von Elektrophorese-Chips im Make-Up 
Flow Layout kann die Feldstärke bei der Kopplung von Mikrochipelektrophorese und 
Massenspektrometrie definiert werden. Abb. 61 dokumentiert die Steigerung der 
Trennstufenzahlen von Spermin, Arginin und Nicotinamid durch Erhöhung der Spannung am 
BI-Vial von 4 kV auf 4,5 kV,  die der  Erhöhung der Feldstärke von E = 260 auf 290 V/cm 
entspricht. Dabei ist zu beachten, dass die Messung im Standardelektrolyten (0,1 Vol % HAc mit 
25 Vol% MeOH) bei E = 290 V/cm einen Anfangsstrom von I = 20 µA verursacht, der jedoch 
während der Messung aufgrund der Wärmeentwicklung im Trennkanal stark ansteigt und großen 
Schwankungen unterliegt. Die asymmetrische Anordnung der Vials am Injektionskreuz wirkt sich 
unter dieser Umständen besonders negativ aus, weil hohe Spannungen über heraustretenden 
Analyten sehr leicht Kurzschlussströme verursachen, so dass die Systemstabilität nicht mehr 
gewährleistet ist.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 61 Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie im Make-Up Flow Layout unter dem Einfluss verschiedener 
Trennfeldstärken 
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Vergleich Serielles und Make-Up Flow Layout 
 
Prinzipiell ermöglichen beide Chip-Konfigurationen im Seriellen- und Make-Up Flow Layout die 
Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie zur Auftrennung und 
Detektion von Amilorid, Leu-Enkephalin, Bendroflumethiazid und Bumetanid sowie von  
Spermin, Arginin und Nicotinamid.  
Wie mittels Fluoreszenz-Videomikroskopie dokumentiert wurde, besteht der wesentliche Vorteil 
beim Make-Up Flow Modus gegenüber dem Seriellen Ansatz in der Pinzetteninjektion. Durch 
Generierung einer Rücklaufströmung erfolgt Probenfokussierung im Injektionskreuz. Aus den 
schmaleren Probenzonen resultiert in der Folge eine höhere Trenneffizienz durch verringerte 
Peakbreiten. In Bezug auf die Trenneffizienz liegt bisher leider noch kein direkter Vergleich 
beider Systeme vor, weil die Definition einheitlicher Trennfeldstärken ohne direkte elektrische 
Kontaktierung des Emitters im Seriellen Modus nicht möglich ist.  
Zu Beginn der Experimente in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie wurde die 
Notwendigkeit der Konditionierungsprozedur für optimale Analysenergebnisse nachgewiesen. 
Soll der Messdurchsatz zukünftig erhöht werden, besteht zur Automatisierung der Spülschritte 
Handlungsbedarf.  
Neben der Feldstärke als wichtigem Optimierungsparameter stellt der Einsatz des hydrophilen 
Polymers Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) die wirkungsvollste Möglichkeit zur 
Verbesserung der Trennleistung dar. Sie beruht auf Unterdrückung des elektroosmotischen 
Flusses und der Verringerung von Analyt-Wand-Wechselwirkungen. Wird Systemstabilität 
vorausgesetzt, kann die Erhöhung der Trennfeldstärke zur Verbesserung der Trenneffizienz und 
Auflösung beitragen. 
Ein sehr vielversprechender Ansatz ist die unterschiedliche Elektrolytzusammensetzung in der 
erweiterten Make-Up Flow Struktur zur unabhängigen Optimierung von elektrophoretischer 
Trennung und MS-Detektion. Verschiedene Anforderungen an Stofftrennung und Detektion 
begründen räumliche Trennung und prozessoptimierte Bedingungen und stellen die Vorstufe zur 
fortschreitenden Integration auf dem Gebiet der miniaturisierten Analysensysteme dar. 
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4.4 Anwendungen 
 
Nachdem die Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie (MCE-MS) zur Trennung und 
Detektion von Standardmolekülen erfolgreich angewendet und der Einfluss bestimmter 
Optimierungsparameter diskutiert wurde, soll die Technik für interessante Applikationen 
eingesetzt werden um das große Potential dieser miniaturisierten Analysentechnik aufzuzeigen. 
 
4.4.1 Bestimmung der Flussrate 
 
Aus der Kapillarelektrophorese (CE) und Mikrochipelektrophorese (MCE) ist die Bestimmung 
des elektroosmotischen Flusses (EOF) zur Unterscheidung kationischer und anionischer 
Analyten und zur Berechnung der Flussrate des verwendeten Trennsystems bekannt. Dabei 
werden zwei Methoden eingesetzt259. Steht die UV-Absorption zur Verfügung, bietet sich zur 
Analyse die Verwendung des ungeladenen Moleküls Dimethylsulfoxid (DMSO) an. Die 
Detektion des Neutralmarkers erfolgt bei λ = 210 nm nach einer bestimmten Zeit t, die dem 
EOF entspricht. Zur Bestimmung der Flussrate kann außerdem die Strommessmethode 
verwendet werden. Dabei werden 2 Elektrolyten unterschiedlicher Leitfähigkeit (verschiedene 
Konzentrationen) jeweils im BI-Vial sowie im Mikrofluidikkanal einschließlich BO-Vial 
vorgelegt. Elektrolyt bewegt sich als EOF vom BI- zum BO-Vial wobei sich der Strom linear 
verändert (Abnahme oder Zunahme). Haben sich die Elektrolyten komplett ausgetauscht, ändert 
sich der Strom nicht mehr. Aus der Länge des Kanals und der Zeit des Elektrolytaustausches 
kann durch Division die Wanderungsgeschwindigkeit des EOF bestimmt werden.  
Zur Bestimmung der Flussrate in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie sind beide 
beschriebenen Methoden ungeeignet. Deshalb wurde im Rahmen dieser Arbeit ein alternatives 
Verfahren angewendet. Nach Schmidt et al.150 kann zur Bestimmung der Flussrate mittels MS-
Detektion auf Verbindungen mit schwachem Säure-/Base-Charakter zurückgegriffen werden. 
Dabei wird die MS-Detektion der quasi-ungeladene Analytmoleküle erst durch die Assoziation 
von Natrium-Kationen während des Elektrosprayprozesses, außerhalb der Kanalstruktur 
ermöglicht Die Wanderungsgeschwindigkeit dieser Analyten entspricht der elektrolyt- und 
systemabhängigen elektroosmotischen Flussrate und der Sogwirkung des Massenspektrometers 
und beinhaltet keine elektrophoretische Komponente, wobei in dieser Arbeit das Disaccharid 
Maltose (M = 342,3 g/mol) verwendet wurde. 
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Die experimentelle Umsetzung zur Bestimmung der Flussrate in mikrofluidischen Systemen 
verdeutlicht Abb. 62. Dabei wird der Mikrochip mit MeOH/H2O 30:70 (v/v) befüllt und 20 µM 
Maltose-Lösung am BI-Vial vorgelegt. Das Anlegen von 1,25 kV am BI-Vial gegenüber 0 kV am 
MS-Eingang induziert im Mikrofluidikkanal einen kathodischen EOF mit dem sich Maltose in 
Richtung Emitterspitze bewegt. Nach t = 2,5min kann das Disaccharid als Natrium-assoziierter 
Massenpeak [M+Na]+ = 364,9 im Anstieg des Totalionenstromes detektiert werden. Aus der 
ermittelten Wanderungsstrecke L = 7,5 cm und dem bekannten Querschnitt des verwendeten 
Mikrofluidikkanals (A = 830 µm2)260 ergibt sich das Volumen mit  V = L × A  und damit die 
Flussrate f  = 25 nL/min (f = V/t). 
 
 
 
Abb. 62 Chip-MS-Detektion von Maltose als Natrium-assoziierter Massenpeak zur Bestimmung der Flussrate in 
mikrofluidischen Systemen mit  resultierendem Totalionenstrom und Massenspektrum (Beschreibung im Text) 
 
Erfreulicher Weise steht der hier ermittelte Wert von f = 25 nL/min im Einklang mit Angaben in 
der Literatur. Wilm und Mann publizierten in ihrer Erstveröffentlichung142 über 
Nanoelektrospray den gleichen Wert. In einer nachfolgenden Arbeit gehen dieselben Autoren für 
die Flussraten von Nanoelektrospray von Werten zwischen 20-40 nL/min aus143. Es bleibt 
anzumerken, dass zur Bestimmung der Flussrate in dieser Arbeit nur das Serielle Layout zum 
Einsatz kam. Interessant wäre auch die Verwendung des Make-Up Flow Designs mit direkter 
elektrischer Kontaktierung des Emitters.  
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4.4.2 Tryptischer On-Chip Verdau von Rinderserumalbumnin 
 
Der Nachweis und die Charakterisierung von Proteinen einschließlich ihrer post-translationalen 
Modifikationen (PTM), ist zentraler Bestanteil der modernen Bionalytik. Geringer Proben- und 
Reagenzienbedarf bei hohem Analysendurchsatz als vorteilhafte Eigenschaften miniaturisierter 
Analysensysteme prädestinieren ihren Einsatz auf diesem Gebiet261,262,263. Zu diesem Zweck kann 
auf Erfahrungen makroskopischer Verfahren der Proteinanalyse zurück gegriffen werden. Abb. 
63 gibt ein allgemeines Protokoll zur Identifikation von Proteinen mittels MS-Detektion nach C. 
Dass264 wieder. 
 
Abb. 63 Allgemeines Protokoll zur Identifikation von Proteinen mittels MS-Detektion nach C. Dass264 
 
Am Anfang der Prozedur steht in der Homogenisierung die Freisetzung des Proteingemisches 
aus biologischem Material (Zellaufschluss durch Ultraschallbehandlung oder Lysepuffer). Der 
zweite Schritt der Proteinanreicherung hat große Bedeutung für die Analyse, da die 
nachzuweisenden Proteine in den meisten Fällen nur in sehr geringen Konzentrationen vorliegen. 
Die Prozessierung löst die native Struktur der Proteine auf und macht sie der enzymatischen oder 
chemischen Spaltung in Peptide zugänglich. Diese werden direkt oder nach chromatographischer 
Trennung massenspektrometrisch detektiert und können mit Hilfe von Datenbanken Proteinen 
zugeordnet werden (Identifikation). Für alle Prozessschritte  steht ein breites Methodenspektrum 
für mikrofluidische Applikationen zur Verfügung16. 
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Ziel der Entwicklung ist die vollständige Implementierung aller notwendigen Teilschritte zur 
kompletten Proteinanalyse mit Hilfe von Mikrochips. Dabei sei darauf hingewiesen, dass sich die 
MS-Detektion nicht nur auf die Analyse enzymatischer Reaktionen beschränkt. Sie bietet 
außerdem  die Möglichkeit vielfältige chemische Reaktionen in mikrofluidischen Strukturen online 
zu analysieren265. Im dargestellten Experiment (Abb. 64) wurden Substrat (Rinderserumalbumin-
BSA) und Enzym (Trypsin) in gegenüberliegenden Vials (SI und SO) vorgelegt und die 
mikrofluidische Kanalstruktur mit 2mM NH4HCO3 und 25 Vol% MeOH befüllt. Nach Anlegen 
von je 1,2 kV an SI-SO Vials bewegen sich die Reaktionspartner aufgrund von Elektroosmose 
und Elektrophorese in Richtung Chip-Spitze, werden über Nanoelektrospray ionisiert und im 
Massenspektrometer detektiert. Nach ca. 3 Minuten lässt sich ein deutlicher Anstieg des 
Totalionenstromes (TIC) beobachten. Dieser resultiert aus den Reaktionsprodukten. Extrahierte 
Massenspektren konnten mit Hilfe einer frei zugänglichen Datenbank266 des EMBL-Heidelberg 
(European Molecular Biology Laboratory) charakteristischen Peptidfragmenten zugeordnet werden 
und ermöglichen damit die nachträgliche Identifizierung des BSA. In Zukunft sollen die Peptide 
des tryptischen Proteinverdaues vor der MS-Detektion elektrophoretisch aufgetrennt werden um 
bessere Auflösungen zu erzielen. Dies erscheint vor allem im Hinblick geplanter Analysen von 
Realproben unbedingt notwendig. 
 
 
Abb. 64 Tryptischer On-Chip Verdau von Rinderserumalbumin (BSA) mit MS-Detektion und datenbankgestützte 
Zuordnung dominanter Signale zu entsprechenden Peptiden (Beschreibung im Text) 
10 
20 
30 
40 
50 
60 
70 
80 
90 
100 
0 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 
TIC [%] 1 mg/mL Trypsin 
1 mg/mL BSA 1,2 kV 
1,2 kV 0 kV
MS
2mM NH4HCO3 
25% MeOH 
200 400 600 800 1000 
330.75
508.20
260.25 582.80
659.20 
820.75
740.80
720.75
m/z 
(K)FGERALK(A) 820.75+ 
(R)ETYGDM 
ADCCEK(Q) 
740.802+ 
(R)RHPEYAVS
VLLR(L)  
720.752+ 
(K)QEPER(N) 659.20+ 
(K)LVNEL 
TEFAK(T)  
582.802+ 
(K)FGER(A) 508.20+ 
(R)ALK(A)330.75+ 
(K)LK(E) 260.25+ 
m/z 
t [min]
Sequenz 
   
   94 
4.4.3 Ultraschnelle Trennungen 
 
Wesentlicher Vorteil der Mikrochipelektrophorese (MCE) gegenüber der Kapillarelektrophorese 
(CE) ist die drastische Verringerung der Analysenzeiten durch verkürzte Trennstrecken und hohe 
Feldstärken. Wird zur Gewinnung zusätzlicher Strukturinformation die massenspektrometrische  
Detektion angestrebt, sind schnelle Massenanalysatoren zwingend erforderlich. Folgendes 
Rechenbeispiel verdeutlicht den Sachverhalt. Eine Trennung mit der MCE soll 10 s dauern und 3 
Analyten mit durchschnittlichen Peakbreiten von 0,5 s beinhalten. Bietet ein Quadrupol-MS eine 
Scanrate von 10 Hz können nur 5 Datenpunkte pro Peak generiert werden. Mittels Time of 
Flight-MS (ToF-MS) mit 100 Messungen/Sekunde könnten dagegen 50 Datenpunkte pro Peak 
aufgenommen werden. Günstiger Weise stand während dieser Arbeit ein schnelles ToF-MS (S. 46 
- 3.2.2) zur Verfügung, so dass zusammen mit einer extrem verkürzten Trennstrecke von nur 
noch 18 mm (Abb. 65) ultraschnelle Analysen durchgeführt werden konnten.  
 
 
Abb. 65 Chip für ultraschnelle Analysen in der Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie  
(Innendurchmesser der Emitterspitze i. d. = 10 µm / Trennstrecke L = 18 mm) 
 
Als Alternative zur neuen, noch wenig verbreiteten MCE-MS kann zur Durchführung schnellster 
Analysen auch auf die weitaus etabliertere CE-MS zurückgegriffen werden. Matysik et al.267 
stellten vor kurzem ein Setup im Sheat-Flow-Design mit einer 28 cm langen Kapillare und sehr 
hohen Feldstärken bis 1,07 kV/cm (38,3 µA) vor. Die Bedingungen erlauben die Trennung und 
Detektion der Modellsubstanzen Metformin und Histidin in weniger als 35 s. Außerdem konnten 
die Wissenschaftler mit ihrer Konfiguration spezifische Peptide eines tryptischen BSA-Verdaues 
innerhalb von 2 min auftrennen und nachweisen. Die dabei erzielten Auflösungen sind mit 
Ergebnissen konventioneller CE-MS vergleichbar268. Vor allem im Hinblick auf bioanalytische 
Fragestellungen mit hohem Probendurchsatz ist die ultraschnelle CE-MS mit verkürzten 
Kapillaren und hohen Feldstärken nach Meinung der Autoren aufgrund effizienterer Injektionen 
und guter Handhabbarkeit besser geeignet als die MCE-MS.  
   
   95 
Im ersten Beispiel der ultraschnellen Analysen wird die Anzahl der MS-Messungen/Sekunde und 
ihr Einfluss auf die Peakbreite diskutiert. Spermidin (200 µg/mL) und Arginin (50 µg/mL) als 
Testsubstanzen wurden in wässriger 0,1 Vol%-iger Essigsäurelösung mittels hoher angelegter 
Spannungen (SI-SO/BI-Vials-7.5/10kV) aufgetrennt und detektiert. Im verwendeten seriellen 
Layout kann kein Elektrospraypotential am Emitter definiert werden. Würde man hypothetisch 
einen Wert von 1 kV voraussetzen, ergäbe sich eine exorbitante Trennfeldstärke von 3,7 kV/cm. 
Abb. 66 zeigt die extrahierten Massenspuren von Spermidin und Arginin, die mit 
12,5/25/50/100 MS-Messungen/Sekunde am Leco ToF-MS aufgenommenen wurden. 
 
Abb. 66 Ultraschnelle Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie-Analyse von Spermidin und Arginin mit 
unterschiedlicher Anzahl von MS-Messungen/Sekunde und ihr Einfluss auf die Peakbreite der Analyten 
 
Abb. 66 veranschaulicht das anfangs vorgestellte Rechenbeispiel eindrucksvoll. Wird mit 12,5 
Messungen/Sekunde detektiert, resultieren wenige Datenpunkte hoher Intensität pro Peak. Im 
Ergebnis generiert die Software (Glättungsfaktor 13) für Spermidin eine Peakbreite von ungefähr 
1 s. Arginin ist dagegen nur extrem schwach erkennbar. Die höchst mögliche Anzahl von 100 
MS-Messungen/Sekunde liefert für beide Analyten sehr schmale Peaks von nur 0,29- /0,38 s mit 
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geringerer Intensität. Soweit bekannt stellt unser Experiment mit einer Migrationszeit von 1,3 s 
zum gegenwärtigen Zeitpunkt die schnellste Trennung in flüssiger Phase mit MS-Detektion dar. 
Das zweite Beispiel zeigt die ultraschnelle Trennung und MS-Detektion von basischem Arginin 
(50 µg/mL) und Nicotinsäure (200 µg/mL) in 2,3 s. Dabei wurde Ammoniumacetatlösung (2,5 
mM mit 12,5 Vol% MeOH) als Elektrolyt eingesetzt. Die Probeninjektion erfolgt innerhalb von 
10s  durch -1 kV angelegter Spannung am SO-Vial, während an allen anderen Vials 0 kV 
appliziert wurde. Gegenüber der ersten Trennung (Spermidin und Arginin) wurden in der 
Trennphase dieses Experiments nochmals deutlich höhere Spannungen an SI-SO/BI Vials (10 / 
17,5 kV) angelegt. Abb. 67 zeigt die Basislinientrennung der Modelsubstanzen als extrahierte 
Massenspuren sowie ihre Massenspektren.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 67 Ultraschnelle Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie von Arginin und Nicotinsäure (extrahierte 
Massenspuren und Massenspektren) 
 
Alle im Rahmen der ultraschnellen Trennungen vorgestellten Experimente dienen lediglich zur 
Demonstration der Machbarkeit und weisen erhebliches Optimierungspotential auf. Neben der 
Überwindung der Bandenverbreiterung aufgrund unzureichender Injektion im seriellen Layout 
durch Verwendung des Make-Up Flow Designs bietet sich zur Steigerung der Trenneffizienz vor 
allem der Einsatz von HPMC als Kapillar-Beschichtung an. Unter den gegebenen Bedingungen 
ist eine weitere Erhöhung der Trennfeldstärke nicht ohne weiteres möglich. Sie setzt die 
Verbesserung des Versuchsaufbaus voraus, da momentan in regelmäßigen Abständen 
Kurzschlussströme an den Kontaktstellen der Spannungsversorgung beobachtet wurden, die in 
Zukunft vermieden werden müssen. 
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Im dritten Beispiel wird die bis zum jetzigen Zeitpunkt schnellste bekannte Peptidtrennung mit 
MS-Detektion von Bradykinin (50 µg/mL) und Gramicidin (200 µg/mL), dessen D Form  
detektiert wird, innerhalb von 5 s vorgestellt. Im Vergleich zur Arginin-Nicotinsäure-Trennung 
wurden hier Konzentration und organischer Anteil des Elektrolyten verdoppelt (5 mM 
NH4Ac/25 Vol% MeOH) und während der Trennung deutlich moderatere Spannungen von 5 
kV (SI-SO) und 7,5 kV (BI) angelegt. Im Gegensatz zu den bisherigen Beispielen gibt Abb. 68 
nicht die extrahierten Massenspuren (MIC) sondern den Totalionenstrom (TIC) wieder.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 68 Ultraschnelle Mikrochipelektrophorese-Massenspektrometrie von Bradykinin und Gramicidin  
 
Wie die aufgeführten Beispiele eindrucksvoll zeigen, konnten mittels Mikrochipelektrophorese-
Massenspektrometrie erfolgreich ultraschnelle Analysen durchgeführt werden. Zukünftig bieten 
Chips im Make-Up Flow Layout und Kapillar-Beschichtungen mit HPMC weiteres 
Optimierungspotential. Ein Schwachpunkt in der aktuellen Durchführung stellt die zeit-, und 
arbeitsintensive Prozedur zur Konditionierung der Chips dar. Aufwendige Spülprotokolle 
entsprechen langen Rüstzeiten und sind vor dem Hintergrund schneller Trennungen im 
Sekunden oder Subsekundenbereich inakzeptabel. Im Sinne einer praxistauglichen Anwendung 
besteht Automatisierungspotential.  Langfristig wären preiswerte Einwegchips (Disposables) eine 
vielversprechende Alternative, weil konstante Oberflächeneigenschaften gewährleistet und 
Kreuzkontaminationen vermieden werden könnten. 
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5 Zusammenfassung  
 
Die Arbeit behandelt die erste totvolumenfreie Kopplung von Mikrochipelektrophorese (MCE) 
und Nanoelektrospray-Massenspektrometrie (nanoES-MS) mit Glas als Chipsubstrat.  
Grundlage dafür ist die Verfügbarkeit reproduzierbar herzustellender, monolithisch integrierter 
Emitter. Zu diesem Zweck wurde ein dreistufiges Herstellungsverfahren aus Mikrofräsen, Spitze 
ziehen und Ätzen mit Flusssäure entwickelt. Der Fertigungsprozess stellt die exakte zentrische 
Positionierung des Mikrofluidikkanals in der Spitze sicher und ermöglicht die Fabrikation von 
Emittern mit definierten Abmessungen. Von großer Bedeutung ist dabei die Reduzierung der 
Wandstärke, die der drastischen Verringerung der Emitterfläche entspricht, so dass Totvolumen 
praktisch nicht mehr auftritt. 
Am Beginn der experimentellen Arbeiten steht die Untersuchung der massenspektrometrischen 
Sprayeigenschaften (Signalintensität, rel. Standardabweichung und Signal/Rausch-Verhältnis) des 
Chip-Emitters im Vergleich zu kommerziellen Nanospray-Nadeln. Mit Ephedrin als Testsubstanz 
konnte für beide Interface-Konfigurationen (Chip-Emitter und Nanospray-Nadel) ein optimaler 
Emitter-Innendurchmesser von 10 µm identifiziert werden.  
Schwerpunkt in der Darstellung der Ergebnisse ist der erfolgreiche Einsatz des neuen Emitters 
zur totvolumenfreien Kopplung von Mikrochipelektrophorese und Massenspektrometrie (MCE-
MS). Dafür wurden zwei Testgemische aus Amilorid, Leucin-Enkephalin, Bendroflumethiazid 
und Bumetanid sowie Spermin, Arginin und Nicotinamid eingeführt. Die Trennungsoptimierung 
erfolgte zusätzlich mit Kapillarelektrophorese und Kapillarelektrophorese-Massenspektrometrie. 
Abschließend werden Anwendungen vorgestellt, die das große Potential der neuen Chip-MS-
Kopplung verdeutlichen sollen. Die gezeigte Online-Analyse eines tryptischen Proteinverdaues 
könnte Ausgangspunkt zukünftiger Entwicklungen auf dem Gebiet der Bioanalytik sein und  
ultraschnelle Trennungen mit MS-Detektion unterstreichen den Anspruch zur Etablierung 
hocheffizienter, miniaturisierter Hochdurchsatzscreening-Systeme.  
Zentrales Anliegen künftiger Arbeiten in der MCE-MS muss die Erhöhung der Trenneffizienz 
sein. Der Einsatz von Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) als Kapillarwand-Beschichtung 
bietet sich dafür an. Besonders vielversprechend erscheint außerdem die Anwendung von 
Mikrochips im Make-Up Flow Layout. Sie ermöglichen die direkte elektrische Kontaktierung des 
Emitters, die Definition einheitlicher Feldstärken und individuelle Elektrolytzusammensetzungen 
in den Mikrofluidikkanälen zur Optimierung der elektrophoretischen Trennung und MS-
Detektion. Ein eigener Prototyp konnte hier bereits erfolgreich eingesetzt werden. Langfristig 
eröffnet die neue Kopplungstechnik faszinierende Möglichkeiten zur massenspektrometrischen 
Detektion von chemischen Reaktionen im Rahmen von lab-on-a-chip Systemen.  
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